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Die Arbeit befasst sich mit dem Anschwellen von Neuronen und Gliazellen der Netzhaut, 
was einen wichtigen pathogenetischen Faktor des Netzhautödems darstellt.  
Osteopontin ist ein neuroprotektiver Faktor, der durch GDNF-Stimulation (glial cell line-
derived neurotrophic factor) aus Müllerzellen ausgeschüttet wird. Die durch Osteopontin 
vermittelte Inhibition der osmotischen Zellschwellung von Müllerzellen der Ratte in 
Anwesenheit von Bariumionen oder H2O2 wird beschrieben und es wird dargestellt, dass 
Osteopontin keinen Einfluss auf die osmotische Zellschwellung der Bipolarzellen hat. Der für 
Müllerzellen beschriebene Effekt war dosisabhängig mit einer mittleren effektiven 
Konzentration von ca. 0,6 ng/ml.  
Durch den Einsatz pharmakologischer Rezeptor- oder Enzymblocker bzw. Antikörper werden 
die Schritte der Osteopontinwirkung identifiziert. Osteopontin induziert die Freisetzung von 
VEGF, Glutamat, ATP und Adenosin aus Müllerzellen. Die Osteopontinwirkung wurde 
verhindert durch die Blockade von spannungsabhängigen Natriumkanälen, T-Typ 
Calciumkanälen, Kalium- und Chloridkanälen. Der Effekt ist außerdem abhängig von einem 
intrazellulären Calciumsignal, der Aktivierung der Phospholipase C und der Proteinkinase C 
und der vesikulären Exozytose von Glutamat.  
Die Arbeit kommt zu dem Schluss, dass der neuroprotektive Effekt von Osteopontin teilweise 
durch das Verhindern eines Anschwellens der Müllerzellen und durch die Induktion einer 
Freisetzung von VEGF und Adenosin vermittelt wird. 
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3 ABKÜRZUNGSVERZEICHNIS 
 
ADP/ATP: Adenosindi/triphosphat 
BA: Bariumionenlösung  
BA60: 60-prozentige Bariumlösung  
bFGF: Basic fibroblast growth factor, 
DMSO: Dimethylsulfoxid 
EMI: N-Ethylmalimid 
EPO: Erythropoietin 
EZL: Extrazellulärlösung 
EZL60: 60-prozentige Extrazellulärlösung 
FGFR1: fibroblast growth factor 
receptor 1 
GCL: Ganglionzellschicht 
GDNF: glia cell line-derived neurotrophic 
factor 
GFAP: saures Gliafaserprotein 
INL: innere Körnerschicht 
IPL: innere plexiforme Schicht 
KDR: Kinase insert domain receptor 
 
LSM: Laser Scanning Microscope 
MW: Mittelwert 
ONL: äußere Körnerschicht 
OPL: äußere plexiforme Schicht 
OPN: Osteopontin 
PEDF: pigment epithelium-derived growth 
factor 
PKC: Proteinkinase C 
PLC: Phospholipase C 
SEM: standard error of the means 
SIBLING: small integrin binding ligand, 
N-linked Glycoproteins 
SNAP: S-Nitroso-N-Acetyl-D, L-
Penicillamine 
TTX: Tetrodotoxin 
VEGF: Vascular endothelial growth factor 
VEGFR2: Vascular endothelial growth 
factor receptor 2 
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4 EINLEITUNG 
4.1 DIE RETINA 
Die Retina ist das Sinnesorgan, über welches der Mensch optische Eindrücke wahrnimmt, 
welche ca. 80% der bewusst aufgenommenen Informationen darstellen (Reichenbach et al. 
2008). Die Vermittlung des Sehens geschieht durch die neuronalen Zellen der Netzhaut, 
angefangen bei der Detektion der Lichtreize durch die Photorezeptoren (Stäbchen und 
Zapfen), gefolgt von der Weiterleitung und Verarbeitung durch Bipolar-, Horizontal-, 
Amakrin- und Ganglionzellen. Die neuronalen Zellen können allerdings ihre Aufgabe nur mit 
Hilfe der sie umgebenden Neurogliazellen – „Nervenkleber“, wie Rudolf Virchow die Zellen 
nannte – erfüllen. Den Gliazellen kommen wichtige supportive Funktionen zu, die das Sehen 
erst möglich machen. In Abbildung 1 sind die Zellen und die Schichtung der Netzhaut 
gezeigt. 
Die Retina besteht aus verschiedenen Schichten, die schon in der Lichtmikroskopie gut 
sichtbar sind. Nach innen zum Glaskörper grenzt sich die Retina ab durch die innere 
Grenzmembran, welche durch eine Basalmembran und die angrenzende Müllerzellmembran 
gebildet wird. Unterhalb der inneren Grenzmembran liegt die Nervenfaserschicht, die 
hauptsächlich aus Axonen der Ganglienzellen besteht, welche zur Sehnervenpapille (Papilla 
nervi optici) ziehen. Darunter liegen die Somata der Ganglienzellen, die die 
Ganglienzellschicht (GCL) bilden. Die folgende innere plexiforme Schicht (IPL) enthält 
zahlreiche Fortsätze und Synapsen von neuronalen und glialen Zellen und liegt angrenzend 
an die innere Körnerschicht (INL). In der inneren Körnerschicht befinden sich die Zellkörper 
der Bipolar-, Amakrin-, Horizontal- und der Müllerzellen, in der äußeren plexiformen Schicht 
(OPL) Zellfortsätze und synaptische Verbindungen, z.B. der Bipolarzellen und der 
Photorezeptorzellen. Die Somata der Photorezeptorzellen bilden die äußere Körnerschicht 
(ONL). Zum Pigmentepithel hin ist die Netzhaut durch die äußere Grenzmembran (OLM) 
begrenzt, die durch die Verbindungen zwischen Photorezeptor- und Müllerzellen gebildet 
wird. Die retinalen Pigmentepithelzellen, deren Mikrovilli die äußeren 
Photorezeptorsegmente umgeben, sitzen auf der Bruch‘schen Membran auf. 
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Abbildung 1 Netzhautschichtung und Zellverteilung  
a) Schematische Darstellung der Zellen der Netzhaut. Müllerzellen (M) durchspannen die gesamte neurale 
Netzhaut. Die Zellkörper der Müllerzellen liegen in der inneren Körnerschicht (INL). Die Endfüße der 
Müllerzellen grenzen an die innere Basalmembran. Sie umgeben wie die Fortsätze der Astrozyten (AG) die 
oberflächlichen Blutgefäßen (BV). In der äußeren und inneren plexiformen Schicht (OPL und IPL) gehen 
vom Stammfortsatz der Müllerzellen seitliche Fortsätze ab, welche Synapsen umschließen. In der äußeren 
Körnerschicht umschließen Müllerzellen die Somata der Photorezeptorzellen (Stäbchen (R) und Zapfen 
(C)). Mit Mikrovilli umschließen Müllerzellen die inneren Photorezeptorsegmente (PRS). Neben den 
Müllerzellen und vaskulären Endothelzellen enthält die Netzhaut Bipolarzellen (B), Ganglionzellen (G) in 
der Ganglionzellschicht (GCL), Mikrogliazellen (MG), Perizyten (P), amakrine Zellen (A) und 
Horizontalzellen (H). Die Mikrovilli des retinalen Pigmentepithels (RPE) umschließen die äußeren 
Photorezeptorsegmente. 
b) Schnitt durch eine frisch präparierte Meerschweinnetzhaut. Die Müllerzellen (grün) wurden mit dem 
Vitalfarbstoff Mitotracker Orange angefärbt. Die Synapsen und die Segmente der Photorezeptoren wurden 
mit dem Vitalfarbstoff FM-43 (blau) angefärbt. Abbildungen aus Reichenbach und Bringmann (2013) 
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4.2 DIE ROLLE DER MÜLLERZELLEN IN DER RETINA 
Wie bereits erwähnt, sind neben den neuronalen Zellen die Gliazellen essentiell für die 
Funktion der Retina. In der Netzhaut des Menschen gibt es drei verschiedene Gliazelltypen: 
Mikrogliazellen, Astrozyten und Müllerzellen. Mikrogliazellen sind ortsständige, aus dem 
Blut eingewanderte Immunzellen, die für die Abwehr gegen Mikroorganismen, das Auslösen 
entzündlicher Prozesse und Reparaturprozesse in der Retina zuständig sind. Mikrogliazellen 
befinden sich hauptsächlich in den inneren Retinaschichten (Nervenfaserschicht, 
Ganglionzellschicht und innere plexiforme Schicht). Ebenfalls in den inneren Retinaschichten 
befinden sich Astrozyten. Sie bilden Fortsätze, die die Gefäße des oberflächlichen 
Gefäßplexus umscheiden und Zellausläufer, die zur inneren Grenzmembran laufen 
(Bringmann et al. 2006).  
In der menschlichen Netzhaut gibt es zwischen 8 und 10 Millionen Müllerzellen 
(Bringmann und Wiedemann 2012), welche ca. 20% des Gesamtvolumens der Retina 
ausmachen (Kettenmann und Verkhratsky 2011). So sind bei der Maus zwischen 16 – 22% 
der Zellkörper in der inneren Körnerschicht Müllerzellsomata (Jeon et al. 1998). 
Müllerzellsomata liegen in der inneren Körnerschicht und besitzen zwei Stammfortsätze, die 
die gesamte Retina von innen nach außen durchziehen. So geformt, zählen Müllerzellen zu 
den radiären Gliazellen und bilden den Kern einer Säule von Neuronen, die sich von der 
inneren zur äußeren Grenzmembran erstreckt. Die Müllerzelle im Kern der Säule ummantelt 
mit ihren Zellausläufern die umliegenden Neuronen. Diese Säule kann als kleinste 
funktionelle Einheit der Retina betrachtet werden. Deren Aufgabe ist die 
Informationsübermittlung von den außen liegenden Photorezeptoren nach innen und 
letztendlich über die Axone der Ganglienzellen hinaus zum N. opticus (Bringmann et al. 
2006).  
Müllerzellen sind essentiell für die Funktion der neuronalen Signalverarbeitung. Wird 
ein Untergang der  Müllerzellen induziert, kommt es in Folge zu einer Degeneration der 
neuronalen Retina (Dubois-Dauphin et al. 1999). 
Damit die Signalübermittlung durch die Neurone funktioniert, müssen die Müllerzellen 
verschiedenste Aufgaben übernehmen. Notwendig ist es z.B., in der Netzhaut das 
physiologische Milieu aufrecht zu erhalten. Müllerzellen erhalten das Gleichgewicht im 
Wasser-, Ionen- und Transmitterhaushalt durch Aufnahme, Abgabe und Umverteilung. So 
nehmen Müllerzellen z.B. das in den plexiformen Schichten durch die Neuronenaktivität 
anfallende, extrazelluläre Kalium auf und geben es ins Blut oder den Glaskörper wieder ab 
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(Newman et al. 1984, Reichenbach et a. 1992). Sie sind an dem Aufbau der Blut-Retina-
Schranke beteiligt, dem Äquivalent zur Blut-Hirnschranke. Sie bilden damit einen wichtigen 
selektiven Filter, der die Retina vom Blut abgrenzt. Des Weiteren beeinflussen sie die 
synaptische Aktivität zwischen den Neuronen. Sie stellen die Vorstufen für die 
Neurotransmitter Glutamat und γ-Aminobuttersäure bereit und nehmen ausgeschüttete 
Neurotransmitter auf, um sie wieder zu verwerten (Reichenbach et al. 2007). 
Vor kurzem wurde gezeigt, dass Müllerzellen auch einen effektiven Schutz vor 
traumatischen Einwirkungen auf die Netzhaut haben. Dies erreichen Müllerzellen, indem sie 
mit ihren Fortsätzen die Neuronen in einen weichen Schutzmantel einschließen (Reichenbach 
und Bringmann 2013). Auch konnte gezeigt werden, dass Müllerzellen in der Netzhaut die 
Funktion eines Lichtleiters haben und im Sinne einer Faseroptik das Licht von der inneren 
Schicht der Retina zu den Photorezeptoren im äußeren Bereich der Retina leiten. Dies macht 
es möglich, den Verlust an Lichtstärke auf dem Weg durch die Netzhautschichten minimal zu 
halten. Die Müllerzellen leiten also die als Photonen kodierten Informationen vom Inneren 
zum Äußeren der Netzhaut, von wo die Neuronen die umgewandelte Information als 
elektrische Reize wieder ins Innere der Netzhaut in Richtung Sehnerv leiten (Reichenbach 
und Bringmann 2013). 
Bei Fischen und Lurchen können Müllerzellen unter pathologischen Bedingungen sogar 
als Stammzellen wirken. Sie können dedifferenzieren und abgestorbene Neuronen ersetzen 
(Fischer and Reh 2001, Ooto et al. 2004, Reichenbach und Bringmann 2013).  
Müllerzellen leisten also vieles, was im zentralen Nervensystem von verschiedenen 
Gliazellen übernommen wird, daher kann die Müllerzelle auch als „Modellglia“ bezeichnet 
werden. Dies zeigt, dass seit Rudolf Virchows Bezeichnung als Neuroglia (Nervenkleber) das 
Verständnis der Müllerzellen sich enorm erweitert hat und sie zu einem höchst spannenden 
Untersuchungsobjekt geworden sind.  
 
4.3 MÜLLERZELLEN UND DEREN EINFLUSS AUF DIE ENTWICKLUNG DES 
RETINALEN ÖDEMS 
Eine wichtige Aufgabe der Müllerzellen ist der Erhalt der retinalen Wasserhomöostase. Im 
Retinagewebe sammelt sich auch unter physiologischen Bedingungen Wasser an. Dies 
geschieht (1) durch den oxidativen Abbau von Glukose zu Kohlendioxid und Wasser, (2) 
durch die Aufnahme von metabolischen Substraten wie Glukose aus dem Blut, die mit einem 
Wassereinstrom verbunden ist, und (3) durch den intraokularen Druck, der Wasser in die 
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Netzhaut drückt (Marmor 1999). Auch bei verstärkter neuronaler Aktivität kommt es zur 
vermehrten Ansammlung von Kaliumionen und Wasser im extrazellulären Raum (Dmitriev 
et al. 1999). Das Wasser, das sich im subretinalen Raum ansammelt, wird durch das 
Pigmentepithel abgeleitet (Marmor et al. 1990, Bringmann et al. 2004).  Das Wasser in der 
neuralen Netzhaut wird durch die Müllerzellen aufgenommen und wird vor allem in die 
Blutgefäße, aber auch in den Glaskörper abgegeben (Bringmann et al. 2004). Der schnelle 
Wassertransport durch die Müllerzelle wird durch Aquaporin-4-Moleküle erleichtert (Venero 
et al. 2001, Verkman 2003). Zusätzlich zu den Aquaporin-4-Molekülen, scheint der 
Wassertransport auch an Kaliumströme gekoppelt zu sein, da Aquaporin-4-Moleküle und 
Kir4.1-Kaliumkanäle in der Müllerzellmembran nahe bei einander lokalisiert sind. (Binder et 
al. 2012, Nagelhus et al. 1999 und 2004). 
Verschiedene Pathomechanismen können dazu führen, dass die Wasserregulation in der 
Retina nicht mehr aufrechterhalten werden kann. Dann kommt es zur Ausbildung eines 
Ödems, d.h. einer Akkumulation von Flüssigkeit im Netzhautgewebe. 
Nach Klatzko (1967) werden zwei Formen des Ödems unterschieden. Zum einen das 
vaskuläre Ödem, welches durch Flüssigkeitseinstrom aus den Blutgefäßen in das Gewebe 
entsteht. Dieses kann z.B. durch eine Störung der Blut-Hirn- bzw. Blut-Retina-Schranke 
verursacht sein, bei der eine erhöhte Gefäßpermeabilität Flüssigkeit ins Interstitium fließen 
lässt. Zum anderen das zytotoxische Ödem, welches durch eine Akkumulation von Wasser 
innerhalb der Zellen gekennzeichnet ist. Diese Wasserakkumulation lässt die Zellen 
anschwellen.  
Dass diese Mechanismen zusammenspielen können und wie entscheidend der aktive 
Transport von Wasser aus der Netzhaut durch Müllerzellen ist, konnte für die Entstehung 
eines Makulaödems bei Diabetes mellitus Typ 2 Patienten gezeigt werden. Es wurde 
gefunden, dass eine gestörte Blut-Retina-Schranke allein kein Makulaödem verursachen 
muss. Erst wenn der aktive Flüssigkeitstransport aus der Netzhaut in das Blut gestört ist, 
kommt es zur Ausbildung eines Makulaödems (Mori et al. 2002).  
Müllerzellen können sowohl beim vaskulären Ödem protektiv wirken, indem sie den 
Flüssigkeitstransport aus der Netzhaut in das Blut entsprechend steigern, als auch beim 
zytotoxischen Ödem, wenn die gestörte Ionen- und Flüssigkeitspermeabilität wieder 
normalisiert und ein entsprechender Flüssigkeitstransport reaktiviert wird (Reichenbach et al. 
2007). 
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4.4 MÜLLERZELLEN IN DER KRANKEN RETINA UND DIE APPLIKATION VON 
BARIUMIONEN ALS MODELL DES ZYTOTOXISCHEN ÖDEMS 
Bei Erkrankungen der Netzhaut reagieren oft auch die Müllerzellen mit und zeigen 
Veränderungen in ihrer Funktion. Um die wichtige Bedeutung der Müllerzellen bei 
Netzhauterkrankungen darzustellen, soll im Folgenden der Zusammenhang bei einigen 
Krankheiten aufgezeigt werden. 
Bei der Netzhautablösung reagieren Müllerzellen innerhalb von Stunden mit einer 
verstärkten Phosphorylierung von Proteinen wie z.B. FGFR1 (fibroblast growth factor 
receptor 1) und einer erhöhten Produktion von Transkriptionsfaktoren (Geller et al. 2001). 
Nach wenigen Tagen fangen Müllerzellen an zu proliferieren (Fisher et al. 1991). Weiter 
kommt es zu einer verstärkten Calciumsensitivität, einer verstärkten Expression von GFAP 
(saures Gliafaserprotein) und einer verminderten Leitfähigkeit ihrer Zellmembranen für 
Kaliumionen (Francke et al. 2001). Da dadurch die Aufrechterhaltung der Kaliumhomöostase 
gestört ist, bewirkt dies eine erhöhte Erregbarkeit der Neuronen. Dies trägt zur neuronalen 
Degeneration bei Netzhautablösung bei (Francke et al. 2001, 2005). 
Auch bei der diabetischen Retinopathie wird angenommen, dass 
Müllerzellveränderungen zum Untergang der Neuronen beitragen (Fletcher et al. 2005). Zum 
einen durch eine Freisetzung von toxischen Substanzen wie GDNF (glia cell line-derived 
neurotrophic factor), Tumornekrosefaktor-α und PEDF (Pigment epithelium-derived growth 
factor), welche z.B. zu einer veränderten Gefäßpermeabilität führen (Drescher und Whittum-
Hudson 1996, Igarashi et al. 2000). Darüber hinaus können physiologische Veränderungen 
der Müllerzellen die Degeneration von Neuronen fördern. So führt z.B. der hohe Blutzucker 
zu einem Funktionsverlust der Na-K-ATPase. Dies führt zum Verlust des stark negativen 
Membranpotentials, welches auch für die Kaliumhomöostase wichtig ist (Newman 1985, 
Bringmann et al. 1999). Eine gestörte retinale Kaliumhomöostase resultiert auch aus der 
Veränderung der Kaliumleitfähigkeit der Müllerzellmembran. In der normalen Netzhaut 
exprimieren Müllerzellen Kir4.1-Kaliumkanäle vor allem an der inneren Grenzmembran und 
in perivaskulären Membranen. Bei der diabetischen Retinopathie sind diese Kanäle 
herunterreguliert und inaktiviert (Pannicke et al. 2006). 
Die Rolle der Müllerzellen bei der Entstehung des diabetischen Makulaödems wurde 
bereits im Kapitel 4.3 erwähnt. Müllerzellen bewirken durch eine Freisetzung von Faktoren 
eine Erhöhung der Gefäßpermeabilität (Marmor 1999). Die physiologischen Veränderungen 
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der Müllerzellen führen zudem zu einer Störung der Ionen- und Wasserhomöostase in der 
Netzhaut. 
Auch in der postischämischen Retina kommt es zu einer gestörten Kalium- und somit 
auch Wasserhomöostase durch die Müllerzellen. Wie bei der diabetischen Retinopathie und 
nach Netzhautablösung kommt es zu einer verminderten Expression des Kir4.1-Kaliumkanals 
(Pannicke et al. 2004). Der Untergang von Neuronen geht außerdem auf die Akkumulation 
von Glutamat zurück, welches unter physiologischen Bedingungen sehr schnell von den 
Müllerzellen aufgenommen wird (Osborne et al. 2004). 
Es gibt Netzhauterkrankungen, bei der primär eine Störung der Müllerzellen vorliegt. 
So z.B. bei der hepatischen Retinopathie  (Reichenbach et al. 1995, Albrecht et al. 1998), der 
Methanol-induzierten Retinopathie (Garner et al. 1995) und der Retinoschisis (De Jong et al. 
1991). Bei der hepatischen Retinopathie führt die erhöhte Ammoniumkonzentration zu einem 
Energiemangel in den Müllerzellen, da diese für die Ammoniumentgiftung in der Retina 
zuständig sind. Hierdurch kommt es zum Anschwellen der Müllerzellen, einer gesteigerten 
Produktion von saurem Gliafaserprotein und der Glutaminsynthetase und verminderter 
Kaliumleitfähigkeit (Reichenbach et al. 1995). 
Die genannten Beispiele zeigen, dass ein typisches Merkmal von gliotisch aktivierten 
Müllerzellen in einer pathologisch veränderten Netzhaut ein Verlust ihrer ausgeprägten 
Kaliumleitfähigkeit ist. Die Kaliumbewegung durch die Müllerzellmembran wird 
vornehmlich von einwärtsgleichrichtenden Kir-Kanälen vermittelt (Ishii et al. 1997, Kofuji et 
al. 2000). Eine verminderte Kaliumleitfähigkeit der Müllerzellen findet man also z.B. in der 
diabetischen und der postischämischen (Pannicke et al. 2004) Netzhaut. In diesen gliotisch 
veränderten Müllerzellen kommt es in hypotoner Lösung zum Anschwellen der Müllerzellen. 
Das heißt, die verminderte Kaliumleitfähigkeit hatte einen Verlust der Fähigkeit zur 
Volumenregulation der Zellen zur Folge.  
Um eine gliotische Aktivierung der Müllerzellen hinsichtlich ihrer Kaliumleitfähigkeit 
zu simulieren, wurden die Netzhautschnitte in meinen Versuchen mit Bariumionen inkubiert. 
Es wurde gezeigt, dass die damit erreichte Blockade der Kir4.1-Kanäle einen pathologischen 
Zustand simuliert und ebenfalls zum Anschwellen der Müllerzellen in hypotoner Lösung 
führt (Abbildung 2) (Newman et al. 1989; Pannicke et al. 2005).  
Es befinden sich stark einwärtsgleichrichtende Kir2.1-Kaliumkanäle an den 
Müllerzellabschnitten, die den Neuronen zugewandt sind - den sogenannten perisynaptischen 
Fortsätzen der Müllerzellen (Kofuji et al. 2002). Diese sorgen für die Aufnahme des 
extrazellulären Kaliums in die Müllerzellen. Die stark einwärtsgerichteten Kir2.1-Kanäle 
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zeigen sich unter pathologischen Bedingungen in ihrer Funktion und Expression kaum 
verändert (Pannicke et al. 2006).  
Kir4.1-Kaliumkanäle, die auch auswärts gerichtete Kaliumströme zulassen, werden 
ebenso wie Wasserkanäle Aquaporin-4 an Müllerzellfortsätzen exprimiert, die im Kontakt 
mit Blutgefäßen und dem Glaskörper stehen (Nagelhus et al. 1999; Iandiev et al. 2006b). Hier 
kann das überschüssige Kalium und das osmotisch daran gekoppelte Wasser an das Blut und 
den Glaskörper abgegeben werden (Abbildung 2) (Newman et al. 1984, Reichenbach et al. 
1992). Kir4.1-Kanäle sind für ca. 90% der Kaliumleitfähigkeit über die Müllerzellmembran 
zuständig (Kofiuji et al. 2000). Die Abgabe der Kaliumionen und der damit verbundene 
Wasserausstrom werden jedoch verhindert, wenn es zu einer starken Verminderung der 
Expression der Kir4.1-Kanäle kommt. Diese Verminderung wurde oben bereits unter 
anderem für die postischämische und die diabetische Retinopathie beschrieben (Abbildung 
2). Ebenso kann die Kalium- und Wasserabgabe durch die Kaliumkanal-Blockade durch 
Bariumionen eingeschränkt werden (Abbildung 2). Somit kann durch Barium eine 
funktionelle Störung der Müllerzellen simuliert werden (Pannicke et al. 2004, Hirrlinger et al. 
2008), die bei Netzhauterkrankungen schon frühzeitig auftreten kann (Zhu et al. 2008, Juen et 
al. 1990).  
Zusätzlich zur verminderten Kaliumleitfähigkeit kann es bei Netzhauterkrankungen wie 
der diabetischen Retinopathie durch den Funktionsverlust der Blut-Retina-Schranke zu einem 
extrazellulären Ödem kommen, welches zu erhöhtem osmotischem Stress im Gewebe führt 
(Marmor et al. 1999, Antcliff und Marshall 1999). Die oben beschriebene intrazelluläre 
Akkumulation von Ionen lässt sich experimentell nur schwer realisieren, daher wurde die 
Osmolarität extrazellulär gesenkt, um den osmotischen Stress zu erreichen. Die Zellen 
wurden hypoosmolar umspült. Durch diese Vorgehensweise konnte auf eine Induktion von 
Netzhauterkrankungen bei den Versuchstieren verzichtet und eine einfache Wiederholbarkeit 
der Bedingungen erreicht werden. 
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Abbildung 2 Wasser- und Kaliumtransport durch die Müllerzelle 
A Unter physiologischen Bedingungen wird das aufgenommene Wasser und Kalium mit Hilfe von 
Aquaporin-4 (AQP4)-Molekülen und Kir4.1-Kaliumkanälen an die Gefäße (hier exemplarisch dargestellt), 
den Glaskörper oder den Subretinalraum abgegeben. B Unter pathologischen Bedingungen wie der 
diabetischen Retinopathie oder postischämisch kommt es zu einem Verlust an Kir4.1-Kanälen. Dadurch 
kann das Wasser und Kalium nicht abgegeben werden und es kommt zum Anschwellen der Müllerzelle.  
C Durch die Inkubation mit Bariumionen werden die Kir4.1-Kanäle blockiert und so ein pathologischer 
Zustand simuliert. Die intrazelluläre Akkumulation von Kaliumionen erhöht den intrazellulären 
osmotischen Druck. Dadurch kommt es zu einem Wassereinstrom in die Zellen, der die Zellen anschwellen 
lässt. Abbildung geändert nach Bringmann et al. 2006 
 
4.5 OSTEOPONTIN 
Osteopontin ist ein phosphoryliertes Glykoprotein, das auch als Knochen-Sialoprotein-1, 
Knochen-Phosphoprotein, Tumor-sekretiertes Phosphoprotein 1, early T-lymphocyte 
activation-1, Transformation-Assoziiertes Phosphoprotein, Uropontin oder  Nephropontin 
bezeichnet wird. Es gehört der SIBLING Genfamilie an (Small Integrin-Binding Ligand,N-
linked Glycoproteins). Die Vielzahl der oben genannten Namen für Osteopontin deuten 
bereits an, dass es nicht nur in mineralisierten Geweben vorkommt. Es hemmt die 
Knochenmineralisation, die Bildung von Nierensteinen, spielt eine Rolle bei entzündlichen 
Geschehen und unterstützt Zelladhäsion und Zellmigration (Scatena et al. 2007, Rangaswami 
et al. 2006, Weber et al. 2001, Kazanecki et al. 2007). So wird die Expression von 
Osteopontin bei Entzündung, Adipositas, Atherosklerose, Krebserkrankungen und 
Gewebsschäden hochreguliert (Scatena et al. 2007, Rangaswami et al. 2006, Kazanecki et al. 
2007, Takafuji et al. 2007, Kiefer et al. 2010). Einen zellprotektiven Effekt von Osteopontin 
konnten Denhardt et al. bereits 1995 an Zellen des proximalen Tubulusepithels der Niere 
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nachweisen. Weiter führt die Bindung von Osteopontin an Endothelzellen zur Transkription 
des zellerhaltenden Faktors NF-kB und verhindert eine Apoptose (Scatena et al. 1998). Auch 
für andere Zelltypen wie Zellen der glatten Gefäßmuskulatur, hämatopoetischen Zellen 
(Weintraub et al. 2000, Lin et al. 2000), Makrophagen, T-Lymphozyten, Endothelzellen, 
Fibroblasten und Melanozyten wurde eine Hemmung des Zelltods durch Osteopontin 
beschrieben (Denhardt et al. 1995, Standal et al. 2004, Geissinger et al. 2002). Durch den 
inhibierenden Einfluss auf den Zelltod kann Osteopontin jedoch auch eine  unkontrollierte 
Proliferation von Krebszellen begünstigen (Hsieh et al. 2006). Osteopontin wird sowohl als 
intrazelluläre als auch als sekretorische Variante exprimiert und besitzt zudem 
neuroprotektive Eigenschaften (Iczkiewicz et al. 2007). Die Vermutung, dass Osteopontin 
auch in der Retina eine protektive Wirkung besitzt, wird durch die Beobachtung unterstützt, 
dass Osteopontin einen anti-apoptotischen Effekt auf kultivierte Photorezeptorzellen hat und 
auch bei Mäusen mit retinaler Degeneration das Apoptoselevel senkt (Del Rio et al. 2011).  
 
4.6 ZIELSTELLUNG 
Das Ziel meiner Arbeit war es herauszufinden, ob Osteopontin in der Lage ist, die osmotische 
Schwellung von Müller- und Bipolarzellen zu verhindern. Eine Schwellung von Müllerzellen 
kann über eine Verkleinerung des Extrazellularraumes zur neuronalen Übererregung und 
damit zur Degeneration von Nervenzellen führen. Eine Schwellung der Bipolarzellen kann 
direkt eine Degeneration dieser Zellen verursachen. Eine Inhibition der Zellschwellung durch 
Osteopontin würde zur neuroprotektiven Funktion dieses Faktors beitragen. Ein weiteres Ziel 
war es, die Mechanismen und die zugrunde liegenden Signalwege der 
schwellungsinhibierenden Wirkung von Osteopontin zu ermitteln.  
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5 MATERIALIEN UND METHODEN 
5.1 ALLGEMEINES 
5.1.1 TIERE 
Die Versuchstiere waren 4-9 Monate alte, männliche und weibliche Long-Evans-Ratten (250-
350g) aus dem Medizinisch-Experimentellen Zentrum der Medizinischen Fakultät Leipzig. 
Sie wurden in einem klimatisierten Raum bei einem 12h-Licht-Dunkel-Rhythmus gehalten 
und hatten uneingeschränkten Wasser- und Futterzugang. Getötet wurden die Tiere durch 
eine erhöhte CO2-Konzentration in der Atemluft. Es wurde darauf geachtet, die Anzahl der 
benötigten Tiere und das Leiden der Tiere möglichst gering zu halten. 
Die Versuche liefen gemäß den Richtlinien des Deutschen Tierschutzgesetzes ab und es 
lag ein bewilligter Tierversuchsantrag vor. 
 
5.2 MIKROFLUORIMETRISCHE MESSUNG ZUR VOLUMENREGULATION VON 
RETINALEN GLIAZELLEN 
5.2.1 RETINAPRÄPARATION 
Der getöteten Ratte wurden beide Augäpfel entnommen. Diese wurden dann mit einer feinen 
Schere entlang der Ora serrata aufgeschnitten. Mit Hilfe von zwei Präzisionspinzetten wurden 
die Linse und der Glaskörper entfernt. In Extrazellulärlösung (siehe Kapitel 5.2.4) wurde 
dann die Netzhaut mit einer gebogenen Pinzette vom Pigmentepithel abgestreift. 
 
5.2.2 RETINAPRÄPARATION UND SCHNITTHERSTELLUNG 
Nach dem Herauslösen der Netzhaut aus dem Auge wurde diese halbiert. Die Netzhauthälften 
wurden dann auf einen Membranfilter (Gemischte Zellulose Ester, 0,45 µm Porengröße; 
Schleicher & Schuell MicroScience, Dassel, Deutschland) gebracht, wobei die 
Photorezeptorseite dem Filter auflag. Mit einer Schneidevorrichtung wurde der Filter samt 
Netzhaut in 1 mm dicke Streifen geschnitten. 
Beim Herstellen der Schnitte befand sich die Netzhaut in Extrazellulärlösung, um eine 
möglichst physiologische Umgebung zu bewahren und ein Austrocknen der Netzhaut zu 
verhindern. 
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5.2.3 FLUORESZENZFARBSTOFF 
Um die Zellen in der vitalen Netzhaut mit dem Laser-Scanning-Mikroskop sichtbar zu 
machen, wurde der Vitalfarbstoff Mitotracker Orange (Chloromethyltetramethylrosamine, 
Molecular Probes, Eugene, USA) genutzt. Mit diesem gelingt es, vitale Müllerzellen zu 
färben, da diese den Farbstoff bevorzugt aufnehmen (Uckermann et al. 2004a). Aber auch 
andere Zelltypen, wie Bipolarzellen oder Photorezeptoren lassen sich damit gut darstellen. 
Auf Grund ihrer spezifischen Morphologie (z.B. Lage des Somas in der INL, markante 
Stammfortsätze) lassen sich Bipolar- und Müllerzellen sehr gut voneinander und von den 
anderen genannten Zelltypen unterscheiden. 
Der Farbstoff wurde zunächst in Dimethylsulfoxid (DMSO; Sigma, Steinheim, 
Deutschland) gelöst, wobei sich eine 1 mM Stammlösung ergab. Diese wurde mit PBS 
(phosphatgepufferte Salzlösung von Biochrom AG, Berlin, Deutschland) auf 10 µM 
verdünnt.  
Zur Färbung der Netzhautschnitte wurden 200 µl der Farbstofflösung in ca. 2 ml 
Extrazellulärlösung gelöst und in die Perfusionskammer verbracht. Somit betrug die 
Farbstoffkonzentration in der Perfusionskammer 1 µM.  
Um eine gute Aufnahme des Farbstoffs in die Zellen zu ermöglichen, wurden die 
Netzhautschnitte 5 min in der - mit Farbstoff angereicherten - Perfusionslösung in der 
Messkammer vorinkubiert (nach Uckermann et al. 2004a). 
 
5.2.4 MIKROSKOP 
Zum Betrachten der Zellen wurde ein konfokales Laser-Scanning-Mikroskop LSM 510 Meta 
(Zeiss, Oberkochen, Deutschland) und die dazugehörige Analysesoftware LSMix (Zeiss, 
Oberkochen, Deutschland) genutzt. Durch die Technik des konfokalen Laser-Scanning-
Mikroskops ist es möglich, mit Hilfe einer Lochblende ausschließlich das Fluoreszenzlicht 
abzubilden, das aus der fokussierten Ebene kommt und darunter oder darüber liegende 
Lichtemissionen auszublenden. Dadurch ergibt sich ein klares optisches Schnittbild und kein 
diffuses Projektionsbild. 
Die Fluoreszenzanregung des Vitalfarbstoffes Mitotracker Orange (Molecular Probes, 
Eugene, USA) erfolgte mittels eines Helium-Neon-Lasers mit einer Wellenlänge von 543 nm. 
Die Öffnung der Aperturblende (pinhole) betrug 172 µm und die optische Schnittdicke wurde 
auf 1 µm eingestellt. Das emittierte Licht wurde mit einem Wasserimmersionsobjektiv 
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(Achroplan 63x/ 0,9 W, Zeiss, Oberkochen, Deutschland) und durch einen 585-nm-
Langpassfilter aufgenommen. Der untersuchte Bildausschnitt maß 73.1 x 73.1 µm und die 
Auflösung der aufgenommenen Bilder betrug 256 x 256 Pixel. 
 
5.2.5 PERFUSIONSLÖSUNGEN 
Folgende Grundlösungen wurden vor jedem Versuch frisch angesetzt:  
EZL:   Extrazelluläre Lösung, normoton  
EZL60:  Extrazelluläre Lösung, hypoton (60% der Osmolarität der normotonen EZL) 
BA:   Extrazelluläre Lösung, normoton, mit 1 mM BaCl2  
BA60:   Extrazelluläre Lösung, hypoton, mit 1 mM BaCl2 
Die Extrazelluläre Lösung wurde mit Aqua bidest. und den in Tabelle 1 aufgeführten 
Substanzen angesetzt. Der pH-Wert wurde mit Tris(hydroxymethyl)-aminomethan (TRIS-
Base, Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland) auf 7,4 titriert. Die hypotonen Lösungen wurden 
durch eine Verdünnung der EZL mit Aqua bidest. auf 60 Vol. % hergestellt. 
Tabelle 1 Bestandteile der Extrazellulär-Lösung 
Substanz Konzentration Hersteller 
NaCl 136 mM Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
KCl 3 mM Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
MgCl2 1 mM Sigma, Steinheim, Deutschland 
HEPES 
2-(4-(2-Hydroxyethyl)- 
1-piperazinyl)- 
ethansulfonsäure 
10 mM Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
CaCl2 2 mM Merck, Darmstadt, Deutschland 
Glukose 11 mM Merck, Darmstadt, Deutschland 
 
5.2.6 VERSUCHSANORDNUNG 
Wie in Abbildung 3 gezeigt, bestand die Messkammer aus einem Objektträger, der den 
Boden der Kammer ausmachte und einem Kunststoffrahmen, der dem Objektträger 
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aufgesetzt war und den ca. 3 mm hohen Rand bildete. Im Kammerinneren waren zwei 
Kunststoffwürfel mit einem Schlitz befestigt, die den Netzhautschnitt in Position hielten. 
Die Umspülung des auf dem Membranfilter befindlichen Netzhautschnittes erfolgte mit 
Hilfe eines gravitationsgetriebenen Perfusionssystems sowie einer auf einer Vakuumpumpe 
basierten Absaugung entsprechend dem in Abbildung 3 gezeigten Versuchsaufbau. So war 
ein zügiger Lösungsaustausch in der Kammer innerhalb von maximal 2 min möglich. 
 
Abbildung 3 Perfusionsweg durch die 
Messkammer mit Wasserimmersions-
objektiv. 
Der Netzhautschnitt wurde in die 
Messkammer eingelegt und dann von 
Perfusionslösung umspült. Abbildung mit 
freundlicher Genehmigung von Dr. Jens 
Grosche. 
 
 
5.2.7 VERSUCHSSCHEMA 
Gezeigt werden sollte, welchen Einfluss Osteopontin auf die Volumenregulation von Müller- 
und Bipolarzellen unter hypoosmolaren Bedingungen hat. Anschließend sollten die 
intrazellulären Signalwege der Schwellungsinhibition durch Testung verschiedener 
pharmakologischer Blocker ermittelt werden. 
Der Versuchsablauf ist in Tabelle 2 dargestellt. Vor jedem Versuch wurden 
Kontrollmessungen durchgeführt. Hier wurde die Wirkungen der EZL und der EZL60 
gestestet, um sicher zu gehen, dass die Müllerzellen nicht geschädigt und unter diesen 
Bedingungen zur Volumenregulation fähig sind. Außerdem wurden BA und BA60 getestet, 
um den schwellungsinduzierenden Effekt von Barium zu prüfen.  
Die zu testenden Substanzen wurden dann teils sowohl mit der normotonen als auch 
mit der hypotonen Lösung, oder nur mit der hypotonen Lösung appliziert. BaCl2 wurde 10 
min vorinkubiert. Die pharmakologischen Blocker wurden 15-45 min vorinkubiert. Kurtoxin 
wurde 45 min vorinkubiert; danach erfolgte eine Perfusion nach Schema B ohne zugesetztes 
Kurtoxin. Die konkreten Versuchsabläufe für die getesteten Substanzen sind in Tabelle 3 zu 
finden. 
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Tabelle 2 Versuchsablauf mit Perfusionszeiten 
 
 
Tabelle 2 Die Netzhautschnitte wurden 2 min isoton perfundiert und dann 4 min lang hypoton perfundiert. 
Wenn nötig, wurden die Schnitte vorinkubiert. A Bei jeder Versuchsreihe wurden Kontrollversuche 
gemacht. Allein hypotone Perfusion mit Extrazellulärlösung (EZL →EZL 60), unter Anwesenheit von 
Bariumionen (1mM, Barium → Barium 60, hier war eine Vorinkubation von 10 min erforderlich) und  mit 
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Ostepontin in der hypotonen Lösung (Barium → Barium 60 + Osteopontin). B Der Großteil der Messungen 
erfolgte mit einer Vorinkubation zwischen 15 und 45 min und dann der Perfusion mit bariumhaltiger 
Extrazellulärlösung und der zu untersuchenden Substanz (X1). C Andere Substanzen (X2) wurden 
zusammen mit der hypotonen EZL eingesetzt, ohne Vorinkubation und ohne Bariumionen. Welche 
Testsubstanzen wie eingesetzt wurden, ist Tabelle 3 zu entnehmen. 
 
5.2.8 OSTEOPONTIN 
Für die Schwellungsexperimente wurde rekombinantes humanes Osteopontin (R&S Systems, 
Minneapolis, USA; 1433-OP) verwendet. Das Protein wurde in Aqua bidest. gelöst und mit 
einer Endkonzentration von 10 ng/ml in der hypotonen Perfusionslösung eingesetzt. 
 
5.2.9 ANDERE SUBSTANZEN 
Um die intrazellulären Signalwege zu ermitteln, wurden weitere Substanzen in An- und 
Abwesenheit von Osteopontin getestet.  
 
Tabelle 3 Eingesetzte Substanzen neben Osteopontin mit deren Konzentration, Stammlösungsmittel, 
Versuchsablauf, Vorinkubationszeit und Bezugsquelle 
Substanz 
 
Eigenschaft Konzen- 
tration 
Gelöst 
in: 
(Stamm- 
lösung) 
Versuchs- 
ablauf 
 
Inku- 
bation 
Firma, 
Bestell- 
nummer 
Anti-VEGF 
neutralisierender 
Antikörper 
neutralisiert die 
biologische 
Wirksamkeit von 
VEGF 
1 µg/ml PBS B 45 min R&D Systems 
AB-293-NA 
Arachidonsäure 
(5,8,11,14-
Eicosatetraensäure) 
Entzündungs-media
tor, inhibiert u.a. die 
Na+/K+-ATPase, 
Kalium-Kanal-
Blocker 
10 µM Methanol C - Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD; 
10931 
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Bafilomycin A1 spezifischer 
Inhibitor der 
vakuolischen 
ATPase  
100 nM DMSO B 45 min 
 
Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD; 
B1793 
BAPTA-AM  
(1,2-Bis-(2-amino-
phenoxy)ethan-
N,N,N´,N´-
tetraessigsäure-
azetoxymethylester) 
selektiver 
intrazellulärer  
Calciumchelator 
100 µM DMSO B 30 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD 
A-1076 
Cadmiumchlorid Ca2+-Kanalblocker 100 µM A. dest. B 15 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD 
202908 
Clofilium  
(4-Chloro-N,N-
diethyl-N-
heptylbenzenbutan-
aminiumtosylat) 
Kaliumkanalblocker 10 µM A. dest. B 15 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD 
C2365 
DPCPX  
(8-Zyklopentyl-1,3-
dipropylxanthin) 
selektiver A1-
Adenosin-Rezeptor- 
Antagonist 
100 nM DMSO B 15 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD 
C-101 
Gö 6976  
(12-(2-Zyanoethyl)-
6,7,12,13-
tetrahydro-13-
methyl-5-oxo-5h-
indolo(2,3a)pyrrolo- 
(3,4-c)-carbazol) 
selektiver 
Antagonist der 
Ca2+-abhängigen 
Subtypen der PKC 
  
1 µM DMSO B 20 min Calbiochem, 
Darmstadt, 
BRD; 
Cat. 365250 
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H2O2 erzeugt oxidativen 
Stress 
50 µM - C -  Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD 
Kurtoxin 
 
T-Typ-Calcium-
Kanal-Blocker 
10 µM  B* 45 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD 
LY 341495 
((2S)-2-Amino-2-
((1S,2S)-2-
karboxyzykloprop-
1-yl)-3-(xanth-9-
yl)propansäure)  
selektiver 
Antagonist der m-
Glu-R Gruppe II  
100 µM DMSO B 15 min Tocris 
Cookson 
Ltd., Bristol, 
UK; 
1209 
MRS 2179 
(2′-Deoxy-N6-
methyladenosin 
3′,5′-diphosphat 
diammoniumsalz) 
kompetitiver P2Y1-
Rezeptorantagonist 
30 µM DMSO 
  
B 15 min Tocris 
Cookson 
Ltd., Bristol, 
UK; 
0900 
NPPB 
(5-Nitro-2-(3-
phenylpropylamino) 
benzoesäure) 
potenter Cl- - 
Kanalblocker 
100 µM  DMSO  
  
B 15 min Calbiochem, 
Darmstadt, 
BRD; 
Cat. 484100 
PD173074 
 
FGF- und VEGF-
Rezeptor-Inhibitor 
500 nM  B 15 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD 
PGE2 
Prostaglandin E2 
((5Z,11α,13E,15S)-
11,15-Dihydroxy-9-
oxoprosta-5,13-
diensäure) 
inhibiert die Na+/K+-
ATPase 
30 nM Ethanol C - Calbiochem, 
Darmstadt, 
BRD; 
Cat. 538904 
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Rotenone 
((2R-(6a,12a)-1,2-
Dihydro- 2-
isopropenyl-8,9-
dimethoxychroman
o[3,4-b] furo[2,3-
h]chroman-6-on) 
 
Inhibitor Komplex I 
der mitochondrialen 
Atmungskette, 
Blockade ATP-
Produktion 
100 nM  B 15 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD 
SNAP 
(N- (acetyloxy)- 3- 
nitrosothiovaline) 
NO-Donor 5 µM  B 15 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD 
SU 1498 
((E)-N-(3″-
Phenylpropyl)-α-
cyano-3′,5′-
diiso-propyl-4′-
hydroxy-cinnamami
d 
potenter und 
selektiver Inhibitor 
der VEGF-Rezeptor-
Tyrosin-Kinase 
10 µM DMSO B 15 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD; 
T4192 
TTX 
(Tetrodotoxin) 
reversibler Blocker 
spannungsgesteuer
ter Na+-Kanäle 
1 µM A. dest. B 15 min Tocris, 
Cookson 
Ltd., Bristol, 
UK 
U 73122  
(1-(6-((17ß-3-
Methoxyestra-1,3,5 
(10)-trien-17-
yl)amino) hexyl)-1H-
pyrrol-2,5-dion) 
selektiver 
Antagonist der PLC 
10 µM DMSO B 15 min Sigma-
Aldrich, 
Steinheim, 
BRD; 
U-6756 
 
B*: Das Versuchsschema von Kurtoxin erfolgte nach etwas von B abweichendem Ablauf. Siehe hierzu 
Kapitel 5.2.7.  
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5.2.10 VERSUCHSDURCHFÜHRUNG 
Die benötigten Lösungen wurden wie in Kapitel 5.2.4 beschrieben angesetzt und in das 
gravitationsgetriebene Perfusionssystem eingebracht. Ein Netzhautschnitt wurde jeweils in 
der mit Perfusionslösung gefüllten Messkammer platziert. Die erste Betrachtung des 
Netzhautschnittes erfolgte mittels Durchlichtmikroskopie in 40-facher Vergrößerung. Bei 
geeigneter Qualität des Schnittes wurde nun Mitotracker Orange hinzugegeben. Mittels LSM 
wurden die Zellkörper der Müller- und Bipolarzellen dann in der INL aufgesucht 
(Uckermann et al. 2004a). Um die Messung zu beginnen, wurde die Perfusion nach dem 
entsprechenden Versuchsschema gestartet und mit dem LSM mit einem Messintervall von 
einem Bild pro Sekunde aufgenommen.  
Eine Abgrenzung der verschiedenen Zelltypen war durch die charakteristische Lage der 
Zellkörper in der Retina und durch die zelltypische Morphologie gut möglich (Vergleiche 
Abbildung 4). 
Das Schwellungsverhalten der Müller- und Bipolarzellen wurde an Hand der Größe 
ihrer Somata ermittelt. Hierfür wurde die maximale Fläche des Querschnitts der Somata zur 
Auswertung herangezogen. Um die maximale Somafläche aufzeichnen zu können, wurde 
während der normotonen Perfusion und am Ende der hypotonen Perfusion der 
Netzhautschnitte die Fokusebene durch die Müllerzellsomata verschoben. 
So ergaben sich zwei Messpunkte im Abstand von ca. 60 s während der normotonen 
Perfusion - deren Mittelwert als Ausgangswert angenommen wurde - und ein Messpunkt am 
Ende der vier Minuten dauernden hypotonen Perfusion - dem Vergleichswert. 
Um die Zeitabhängigkeit der Schwellung zu ermitteln, wurde über einen Zeitraum von 
450 s alle 30 s die maximale Somafläche gemessen. 
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5.2.11 AUSMESSEN DER MAXIMALEN SOMAFLÄCHE 
Um die maximale Fläche des Querschnitts der Zellsomata zu ermitteln, wurden die Somata in 
den aufgezeichneten Abbildungen mit Hilfe der LSMix Bildanalysesoftware (Zeiss, 
Oberkochen, Deutschland) manuell umrandet und deren Flächeninhalt berechnet. Die 
ermittelten Veränderungen in der Somafläche der Zellen sind proportional den 
Veränderungen des Volumens der Somata.  
5.2.12 STATISTISCHE AUSWERTUNG DER ERHOBENEN DATEN 
Zur Auswertung wurde das Statistikprogramm Graph Pad Prism (GraphPad Software, San 
Diego, CA, USA) verwendet. Ausgangswert war der Mittelwert aus den zwei Messungen 
während der normotonen Perfusion. Dieser wurde als Ausgangswert gleich 100% gesetzt. 
Dadurch hatten interindividuelle Größenunterschiede der vermessenen Müllerzellsomata 
keinen Einfluss auf die Auswertung.  
Mit dem Ausgangswert verglichen wurde der nach 240 s hypotonem Stress gemessene 
Wert der Somafläche. Dieser wurde in Prozent des Ausgangswertes angegeben. Wenn die 
Zellen trotz osmotischen Stresses nicht angeschwollen sind, ergab sich demnach ein Wert 
von 100%. Dies war zum Beispiel bei den Kontrollversuchen mit EZL/EZL60 zu beobachten. 
Die sich so ergebenden Werte wurden für alle Zellen mit demselben Versuchsablauf 
zusammengenommen und ein Mittelwert (MW) und die Standardfehler des Mittelwerts 
(SEM, standard error of the means) errechnet. Die Anzahl der Zellen pro Gruppe wurde mit n 
angegeben. Der Signifikanztest zwischen den Gruppen erfolgte mit einem zweiseitigen 
Mann-Whitney-U-Test. Unterschiede mit einem p-Wert von < 0,05 werden als signifikant 
betrachtet. In den Abbildungen werden die Signifikanzniveaus wie folgt dargestellt:  
Tabelle 4 Kennzeichnung des Signifikanzniveaus 
Signifikanz des Unterschieds gegenüber 
der Messung mit: p < 0,001 p < 0,01 p < 0,05 
EZL60  °°° °° ° 
BA60  *** ** * 
BA60+OPN  +++ ++ + 
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6 ERGEBNISSE 
6.1 VITALFÄRBUNG VON NETZHAUTZELLEN 
Bei der Betrachtung des durch Mitotracker Orange gefärbten Retinaschnittes der Ratte fiel 
auf, dass im Gegensatz zu den Daten der Meerschweinchennetzhaut, wie von Uckermann et 
al. (2004a) beschrieben, nicht nur selektiv gefärbte Müllerzellen dargestellt wurden, sondern 
auch Bipolarzellen und Photorezeptorzellen den Farbstoff aufnahmen (Abbildung 4). Das 
kann durch den Speziesunterschied und damit leicht variierenden Zellfunktionen begründet 
werden. So handelt es sich beim Meerschwein um eine nicht-vaskularisierte Netzhaut, 
während die Netzhaut von Ratten von mehreren Gefäßplexi durchzogen ist. 
 
Abbildung 4 Mikroskopische Bilder einer mit Mito Tracker Orange angefärbten Rattennetzhaut 
Angefärbt sind Müllerzellen (M, in Abb. b), Bipolarzellen (B, in Abb. a) und Photorezeptorzellen (P). 
Die weißen Skalierungsbalken entsprechen 5µm, äußere Körnerschicht (ONL), äußere plexiforme 
Schicht (OPL), innere Körnerschicht (INL), innere plexiforme Schicht (IPL). 
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6.2 MÜLLERZELLSCHWELLUNG 
Um Erkenntnisse über die Fähigkeit zur Volumenregulation von Müllerzellen zu erlangen, 
wurde ihr Schwellungsverhalten in der frisch entnommenen Netzhaut untersucht. 
Pannicke et al. (2004 und 2006) haben bereits gezeigt, dass unter pathologischen 
Bedingungen, wie in der postischämischen Netzhaut oder der Netzhaut der diabetischen 
Ratte, die Müllerzellen auf osmotischen Stress - hier eine geringere extrazelluläre 
Osmolarität - mit einer zellulären Volumenzunahme reagieren.  
Dieser Effekt wurde auf eine verminderte Expression der für gesunde Müllerzellen 
charakteristischen Kir4.1-Kaliumkanäle zurückgeführt. Unter normalen Bedingungen, wenn 
die Müllerzellen über ihre typische hohe Kaliumleitfähigkeit verfügen, kommt es unter 
hypotonem Stress zu keiner signifikanten Volumenzunahme der Zellen (Pannicke et al. 2004, 
Hirrlinger et al. 2008). Auch wurde gezeigt, dass die Anwesenheit von Bariumionen durch 
eine Blockade von einwärtsgleichrichtenden Kalium-Kanälen, dazu führt, dass Müllerzellen 
in hypotoner Lösung anschwellen (Newman et al. 1989, Pannicke et al. 2004).  
In Abbildung 5 und Abbildung 6 wird gezeigt, dass Müllerzellen in Anwesenheit von 
Bariumionen bei hypotoner Perfusion der Netzhautschnitte anschwellen, so dass ihre 
Somafläche nach 4 min hypotoner Stimulation um etwa 10-20% vergrößert ist. Wenn die 
Netzhautschnitte mit einer hypotonen Lösung ohne BaCl2 perfundiert wurden, wurde keine 
signifikante Schwellung der Müllerzellkörper beobachtet.  
. 
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Abbildung 5 Zeitverlauf der Schwellung von Müllerzellsomata unter hypotonen Bedingungen in 
Anwesenheit von Barium 
Gezeigt ist die mittlere Querschnittsfläche der Müllerzellsomata in Abhängigkeit von der Zeit der Perfusion 
mit isotoner Extrazellulärlösung (Minuten 0-2) und hypotoner Extrazellulärlösung (60% der 
Ausgangsosmolarität, Minuten 2-6). Müllerzellen können ihr Volumen unter hypotonen Bedingungen 
konstant halten (graue Kurve). Wurden die Müllerzellen vor Perfusionsbeginn für 10 Minuten in 
Extrazellulärlösung mit 1mM BaCl2 inkubiert und danach mit einer Barium-haltigen hypotonen 
Extrazellulärlösung perfundiert, kam es zum Anschwellen der Müllerzellsomata (schwarze Kurve). Die 
Bezugsgröße von 100% entspricht der gemittelten Querschnittsfläche der Müllerzellsomata vor der 
hypotonen Perfusion. (n= 4-5) 
A Aufnahme eines Müllerzellkörpers vor der hypotonen Perfusion.  
B Aufnahme desselben Zellkörpers nach 4 Minuten Perfusion mit Barium-haltiger hypotoner 
Extrazellulärlösung. Es kommt zum Anschwellen des Zellkörpers. 
6.3 DIE WIRKUNG VON OSTEOPONTIN AUF DIE OSMOTISCHE ZELLSCHWELLUNG 
6.3.1 WIRKUNG AUF DIE VOLUMENREGULATION VON MÜLLERZELLEN 
Ziel der Arbeit war es zu untersuchen, ob Osteopontin die Volumenregulation von 
Müllerzellen unter osmotischem Stress beeinflusst. Osteopontin inhibierte vollständig die 
Schwellung der Müllerzellkörper, die normalerweise bei einer Perfusion der Netzhautschnitte 
mit einer Barium-haltigen hypotonen Extrazellulärlösung zu beobachten ist (Abbildung 6a 
und Abbildung  6b). 
Eine Zugabe von Osteopontin in die hypotone EZL60-Lösung (ohne Barium) führte zu 
keiner relevanten Änderung im Zellschwellungsverhalten der Müllerzellen. 
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In Abbildung 6a sind die bisher beschriebenen Ergebnisse in Form eines Balkendiagramms 
dargestellt. Es zeigt die gemittelten Querschnittsflächen der Müllerzellsomata nach vier 
Minuten hypotoner Perfusion, den jeweiligen Standardfehler des Mittelwerts und das 
entsprechende Signifikanzniveau. Die Versuche mit EZL60, BA60 und BA60+Osteopontin 
wurden als Kontrollmessungen in jeder Messreihe durchgeführt. 
 
Abbildung 6a Wirkung von Osteopontin auf die Volumenregulation von Müllerzellen 
Die Somafläche von Müllerzellen wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in Relation gesetzt 
zur Ausgangssomafläche (100%). In Abwesenheit von Barium zeigten die Müllerzellkörper keine 
signifikante Schwellung ihrer Somata. Hierauf hatte Osteopontin keinen Einfluss. Bei Anwesenheit von 
Bariumionen (1 mM) bewirkte die hypotone Extrazellulärlösung ein Anschwellen der Müllerzellsomata. 
Osteopontin(OPN, 10 ng/ml) verhinderte diese Schwellung der Müllerzellkörper. (n=7-12). Signifikanz zur 
Kontrolle: °°° p < 0,001. Signifikanz zur Messung mit Barium: *** p < 0,001. Signifikanz zur Messung mit 
Barium 60 und Osteopontin: +++ p < 0,001. 
Abbildung 6b Zeitverlauf des Schwellungsverhaltens bei Zugabe von Osteopontin 
Mittlere Querschnittsfläche der Müllerzellsomata in Abhängigkeit von der Zeit  der Perfusion mit isotoner 
Extrazellulärlösung (0-2 min) und hypotoner Extrazellulärlösung (60% der Ausgangsosmolarität, 2-6 min). 
In Anwesenheit von Barium kommt es bei hypotoner Stimulation zum Anschwellen der Müllerzellkörper 
(schwarze Kurve). Osteopontin (100 ng/ml) verhindert diese Schwellung (graue Kurve).Die Bezugsgröße 
von100% entspricht der gemittelten Querschnittsfläche der Müllerzellsomata vor der hypotonen Perfusion. 
(n= 5-6). 
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6.3.2 WIRKUNG VON OSTEOPONTIN AUF DIE VOLUMENREGULATION VON 
BIPOLARZELLEN 
Eine Perfusion von Netzhautschnitten mit einer hypotonen Extrazellulärlösung führte stets zu 
einem Anschwellen der Somata von Bipolarzellen. Diese Somaschwellung wurde in An- und 
Abwesenheit von Bariumionen beobachtet (Abbildung 7). Osteopontin bewirkte keine 
Inhibition der osmotischen Schwellung der Bipolarzellsomata (Abbildung 7). Das lässt 
vermuten, dass Bipolarzellen über keinen, mit dem von Müllerzellen vergleichbaren, 
Mechanismus zur Volumenregulation verfügen, der es ihnen ermöglicht, eine Zellschwellung 
unter den beschriebenen hypoosmolaren Bedingungen zu verhindern. 
 
Abbildung 7 Schwellung von Bipolarsomata unter hypotonen Bedingungen in Anwesenheit von 
Barium. 
Die Querschnittsfläche der Bipolarzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). Die Bipolarzellsomata schwollen unter hypoosmolaren 
Bedingungen an. Dies war in An- und Abwesenheit von Barium (1 mM) bzw. Osteopontin (10 ng/ml) zu 
beobachten. (n=7-12) 
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6.3.3 KONZENTRATIONSABHÄNGIGKEIT DER SCHWELLUNGSHEMMENDEN 
WIRKUNG VON OSTEOPONTIN 
Die Wirkung von Osteopontin wurde in verschiedenen Konzentrationen getestet, um eine 
Aussage über dessen Wirkungsspezifität treffen zu können. Mit einer Konzentration (ng/ml) 
von 10 und 1 konnte eine schwellungshemmende Wirkung erreicht werden. Bei 
Konzentrationen (ng/ml) von 0,5; 0,1 und 0,01 war keine signifikante Schwellungshemmung 
mehr zu beobachten (Abbildung 8). 
Mit Hilfe einer Regressionskurve ließ sich eine mittlere effektive Konzentration (EC50) 
von 0,6 ng/ml ermitteln. Basierend auf diesen Daten wurde für alle weiteren Versuche eine 
Osteopontinkonzentration von 10 ng/ml gewählt. 
 
Abbildung 8 Konzentrationsabhängigkeit der Osteopontinwirkung 
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). Getestet wurde die Wirkung von Osteopontin in 
verschiedenen Konzentrationen (0,01-10 ng/ml). Die Wirkung der hypotonen Lösung wurde in An- und 
Abwesenheit von BaCl2 (1 mM) gemessen. (n=6-17). Signifikanz zur Kontrolle: °°° p < 0,001, °° p < 0,01. 
Signifikanz zur Messung mit Barium: *** p < 0,001  
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6.3.4 EINFLUSS VON OSTEOPONTIN AUF DEN EFFEKT WEITERER 
SCHWELLUNGSINDUZIERENDER  SUBSTANZEN 
Es ist bekannt, dass neben Bariumionen auch andere Substanzen die Fähigkeit zur effizienten 
Volumenregulation von Müllerzellen unter hypoosmolaren Bedingungen stören. Ein solcher 
Effekt wurde für H2O2, SNAP (ein NO-Donor), Rotenon (hemmt den Komplex I der 
mitochondrialen Atmungskette) und inflammatorischen Fettsäuren wie Arachidonsäure und 
Prostaglandin E2 beschrieben (Uckermann et al. 2005, Wurm et al. 2008b, Krügel et al. 2011, 
Karl et al. 2011). In meiner Arbeit sollte im Folgenden geprüft werden, ob Osteopontin die 
durch diese Substanzen induzierte Müllerzellschwellung verhindern kann. 
 
6.3.5 ENTZÜNDUNGSMEDIATOREN ARACHIDONSÄURE UND PROSTAGLANDIN E2 
Pathologische Prozesse wie die Ausbildung eines Makulaödems und die diabetische 
Retinopathie gehen mit einer lokalen Entzündungsreaktion einher (Leal et al. 2005, Joussen 
et al. 2001). Arachidonsäure und ihre Metaboliten wurden als ursächliche Faktoren für die 
Ausbildung des Makulaödems beschrieben (Guex-Crosier et al. 1999; Miyake und Ibaraki 
2002) und es konnte ein schwellungsinduzierender Effekt von Arachidonsäure auf Astrozyten 
gezeigt werden (Staub et al. 1994). Ich habe daher die Wirkung von Arachidonsäure auf das 
Schwellungsverhalten von Müllerzellen untersucht. Wie in Abbildung 9 gezeigt, induziert 
eine Applikation von Arachidonsäure in EZL60 ein Anschwellen der Müllerzellsomata in 
Schnitten der Rattennetzhaut. Du et al. (2004) zeigten eine verstärkte Cyclooxygenase-2-
Aktivität und ein erhöhtes Prostaglandin-E2-Level in Netzhäuten von diabetischen Ratten. 
Daher untersuchte ich auch den Effekt von Prostaglandin E2 auf das Schwellungsverhalten 
von Müllerzellen. Prostaglandin E2 induzierte unter hypoosmolaren Bedingungen eine 
Zunahme des Zellvolumens (Abbildung 9). Interessanterweise konnte die durch 
Arachidonsäure und Prostaglandin E2-induzierte Zellschwellung nicht durch Osteopontin 
inhibiert werden (Abbildung 9).  
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Abbildung 9 Einfluss von Osteopontin auf die schwellungsinduzierende Wirkung der 
Entzündungsmediatoren Arachidondsäure (AA) und Prostaglandin E2 (PGE2).  
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). BaCl2 (1 mM), AA (10 µM) und PGE2  (30 nM) 
bewirkten eine signifikante Schwellung der Müllerzellsomata. Osteopontin (10 ng/ml) inhibierte die 
Barium-induzierte Schwellung, aber nicht die durch AA bzw. PGE2 induzierte Schwellung. (n=7-12). 
Signifikanz zur Kontrolle: °°° p < 0,001. Signifikanz zur Barium-Kontrolle: +++ p < 0,001. 
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6.3.6  H2O2- UND ROTENON-INDUZIERTE MÜLLERZELLSCHWELLUNG 
Eine Entzündung geht mit oxidativem Stress im Gewebe einher. Es wurde gezeigt, dass in 
diabetischen Netzhäuten die Konzentration von H2O2 deutlich erhöht ist (Kowluru und 
Kennedy 2001). Applikation von H2O2 in EZL60 führte zu einem Anschwellen der 
Müllerzellsomata (Abbildung 10). Wurde zusätzlich Osteopontin in die Messkammer 
eingewaschen, verhinderte dieses das H2O2-induzierte Anschwellen der Müllerzellsomata 
(Abbildung 10). Die Blockade des Komplexes I der mitochondrialen Atmungskette durch 
Rotenon führt zu einem Anstieg der freien Radikale (Beretta et al. 2006) und zu einer 
Müllerzellschwellung (Abbildung 10). Der schwellungsinduzierende Effekt von Rotenon 
konnte durch Zugabe von Osteopontin nicht unterbunden werden (Abbildung 10). 
 
Abbildung 10 Osteopontineffekt auf die Müllerzellschwellung durch Induktion von oxidativen Stress 
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). H2O2 (50 µM) und Rotenon (100 nM) induzierten eine 
Schwellung der Müllerzellsomata unter hypoosmolaren Bedingungen. Osteopontin (10 ng/ml) verhinderte 
die H2O2-induzierte Schwellung, aber nicht die Rotenon-induzierte Schwellung.(n=4-10). Signifikanz zur 
Kontrolle: °°° p < 0,001; Signifikanz zur Barium- bzw. H2O2-Kontrolle: *** p < 0,001. 
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6.3.7 NITROSATIVER STRESS  
Nitrosativer Stress ist neben dem oxidativen Stress ein weiterer Ödem-verursachender Faktor 
in der Netzhaut. So konnte gezeigt werden, dass nitrosativer Stress bei der 
glutaminvermittelten Müllerzellschwellung eine Rolle spielt (Karl et al. 2011), bei der 
diabetischen Retinopathie aber wahrscheinlich keine Müllerzellschwellung-induzierende 
Wirkung hat (Krügel et al. 2011). 
Nitrosativer Stress, hervorgerufen durch Applikation des NO-Donors S-Nitroso-N-
Acetyl-D,L-Penicillamine (SNAP), bewirkte unter hypoosmolaren Bedingungen eine 
Schwellung der Müllerzellkörper (Abbildung 11). Dieser Effekt konnte durch Osteopontin 
nicht aufgehoben werden (Abbildung 11). 
 
 
 
Abbildung 11 Nitrosativer Stress induziert eine Müllerzellschwellung.  
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). BaCl2 (1 mM) und der NO-Donor S-Nitroso-N-Acetyl-
D,L-Penicillamine (SNAP, 5 µM) induzierten unter hypoosmolaren Bedingungen eine Schwellung der 
Müllerzellsomata. Osteopontin (10 ng/ml) inhibierte die Barium-induzierte Schwellung, aber nicht die 
SNAP-induzierte Schwellung. (n=5-7). Signifikanz zur Kontrolle: °° p < 0,01. Signifikanz zur Barium-
Kontrolle: ** p < 0,01. Signifikanz zur Barium+OPN Kontrolle: ++ p<0,01.  
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6.3.8  AUFKLÄRUNG DER DURCH OSTEOPONTIN AKTIVIERTEN INTRAZELLULÄREN 
SIGNALKASKADE 
Für Müllerzellen in der Netzhaut von Nagetieren wurde bereits eine endogene Signalkaskade 
beschrieben, die das Zellvolumen unter hypoosmolaren Bedingungen reguliert. Diese 
Kaskade beinhaltet die autokrine Aktivierung von metabotropen Glutamatrezeptoren und 
purinergen Rezeptoren. Am Ende des Signalweges erfolgt die Öffnung von Chlorid- und 
Kaliumkanälen (Uckermann et al. 2006, Wurm et al. 2008a, 2008b, 2010, Krügel et al. 2010), 
so dass die Freisetzung der Ionen den osmotischen Gradienten über die Müllerzellmembran 
ausgleicht. 
Für die schwellungsinhibierende Wirkung von VEGF (vascular endothelial growth 
factor) und Erythropoetin (EPO) wurde bereits eine Aktivierung dieser Kaskade 
nachgewiesen (Wurm et al. 2008b, Krügel et al. 2010). Hier sollte getestet werden, ob auch 
die schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin durch eine Aktivierung dieser 
Signalkaskade vermittelt wird.  
 
6.3.9 WIRKUNG VON OSTEOPONTIN ÜBER EINE FREISETZUNG VON VEGF 
Um zu überprüfen, ob Osteopontin eine Freisetzung von VEGF und eine Nachfolgende 
Aktivierung von VEGF-Rezeptoren bewirkt, wurde zunächst die Effekte von SU1498 und 
PD173074 auf die schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin getestet. Beide 
Substanzen sind selektive Blocker des Kinase insert domain Rezeptors (KDR) (VEGF-
Rezeptor-2 (VEGFR2), fetal liver kinase 1 (flk-1)). Die Blockade des KDR durch SU1498 
oder PD173074 hob die schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin komplett auf 
(Abbildung 12). 
Wie bereits von Wurm et al. (2008b) beschrieben, verhindert SU1498 über die 
Blockade von KDR die Schwellungshemmung von VEGF, jedoch nicht die 
schwellungsinhibierende Wirkung von Glutamat. Da ohne eine Aktivierung des KDR keine 
Osteopontinwirkung zu beobachten ist (Abbildung 12), ist anzunehmen, dass die Wirkung 
von Osteopontin über eine Freisetzung von VEGF und eine Aktivierung des KDR vermittelt 
wird. Um zu testen, ob Osteopontin den KDR über eine Freisetzung von VEGF aktiviert, 
wurden die Retinaschnitte mit einem neutralisierenden Anti-VEGF-Antikörper vorinkubiert.  
Der Antikörper inhibierte vollständig die schwellungsinhibierende Wirkung von 
Osteopontin (Abbildung 12).  
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SU1498, PD173074 und der neutralisiernde Anti-VEGF-Antikörper hatten dagegen selbst 
keinen direkten Einfluss auf die Barium-induzierte Schwellung von Müllerzellen (Abbildung 
12). 
 
 
Abbildung 12 Osteopontin inhibiert die Müllerzellschwellung über eine Freisetzung von VEGF und 
eine Aktivierung des VEGF-Rezeptors 2 (KDR).  
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). BaCl2 (1 mM) induzierte eine Schwellung der 
Müllerzellkörper unter hypoosmolaren Bedingungen. Diese Schwellung wurde duch Osteopontin (10 
ng/ml) verhindert. Bei Anwesenheit der KDR-Blocker SU1498 (10 µM) bzw. PD173074 (500 nM) zeigte 
Osteopontin keine schwellungsinhibierende Wirkung. Die Wirkung von Osteopontin wurde auch durch 
einen Anti-VEGF-Antikörper (1 µg/ml) verhindert. Unter Kontrollbedingungen (bei Abwesenheit von 
Osteopontin) hatten die Rezeptorblocker bzw. der Antikörper keine Wirkung. (n=5-16). Signifikanz zur 
Kontrolle: °° p < 0,01; °°° p < 0,001. Signifikanz zur Barium-Kontrolle: *** p < 0,001. Signifikanz zur 
Barium+OPN Kontrolle: +++ p<0,001. 
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6.3.10 AKTIVIERUNG VON METABOTROPEN GLUTAMAT-REZEPTOREN  
Ein weiterer Schritt in der beschriebenen Signalkaskade nach der Stimulation von VEGF-
Rezeptoren ist die Aktivierung von metabotropen Glutamatrezeptoren (Wurm et al. 2008b, 
Krügel et al. 2010). Hier wurde der Einfluss von LY341495, einem selektiven Inhibitor der 
metabotropen Glutamat-Rezeptoren der Gruppe II, getestet. Dessen Applikation hob den 
schwellungsinhibierenden Effekt von Osteopontin vollständig auf (Abbildung 13). Aus 
früheren Studien ist bekannt, dass LY341495 ebenfalls die Wirkung von VEGF und Glutamat 
unterbindet, jedoch nicht die Effekte von ATP und Adenosin beeinflusst (Wurm et al. 2008b, 
Krügel et al. 2010).  
Zusammenfassend kann aus den Daten geschlossen werden, dass auch Osteopontin 
über eine Aktivierung von metabotropen Glutamatrezeptoren im Rahmen der bereits 
beschriebenen glutamatergen-purinergen Signalkaskade die osmotische Schwellung der 
Müllerzellsomata inhibiert. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 13 Wirkung von Osteopontin über die 
Aktivierung von metabotropen Glutamat-
rezeptoren. 
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde 
nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). 
BaCl2 (1 mM) induzierte eine Schwellung der 
Müllerzellsomata unter hypoosmolaren Bedingungen. 
Der mGluR II-Blocker LY341495 (100 µM) 
verhinderte die schwellungsinhibierende Wirkung 
von Osteopontin (10 ng/ml). (n=5-7). Signifikanz zur 
Kontrolle: °° p < 0,01. Signifikanz zur Barium-
Kontrolle: *** p < 0,001. Signifikanz zur 
Barium+OPN Kontrolle: ++ p<0,01. 
Ergebnisse 
 40  
6.3.11 ABHÄNGIGKEIT VON CALCIUM 
Vorangegangene Studien demonstrierten, dass die Glutamatfreisetzung aus Müllerzellen 
durch VEGF über einen Calciumanstieg im Zytoplasma vermittelt wird (Wurm et al. 2008b, 
Linnertz et al. 2011). Da der schwellungsinhibierende Effekt von Osteopontin offensichtlich 
über eine VEGF-Freisetzung mit nachfolgender Glutamatfreisetzung abläuft, wurde die 
Abhängigkeit des Osteoponineffektes von Veränderungen der intrazellulären 
Calciumkonzentration untersucht. 
Eine Applikation des zellpermeablen Calciumchelators BAPTA/AM hemmte 
vollständig die inhibierende Wirkung von Osteopontin auf die osmotische Schwellung der 
Müllerzellsomata (Abbildung 14). BAPTA/AM hatte keinen Einfluss auf die durch 
Bariumionen induzierte osmotische Schwellung der Müllerzellsomata (Abbildung 14). 
 
Abbildung 14  
Abhängigkeit der Osteopontin-Wirkung 
von der intrazellulären 
Calciumkonzentration. 
Die Somafläche von Müllerzellen wurde nach 
4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche 
(entspricht 100%). Senkt man die 
intrazelluläre Konzentration von Calcium 
durch den membranpermeablen 
Calciumchelator BAPTA/AM (100µM) 
kommt es zum Anschwellen der Müllerzellen 
trotz Osteopontin. BAPTA/AM hatte keinen 
Einfluss auf das Anschwellen in 
Bariumionen-haltiger Lösung (1mM). (n=4-
7). Signifikanz zur Kontrolle: °° p < 0,01; ° p 
< 0,05. Signifikanz zur Barium-Kontrolle: ** 
p < 0,01. Signifikanz zur Barium+OPN 
Kontrolle: ++ p<0,01 
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6.3.11.1  EINSTROM VON EXTRAZELLULÄREM CALCIUM 
In den Folgeexperimenten sollte untersucht werden, welche Mechanismen zu dem Anstieg 
des intrazellulären Calciums beitragen. Es ist bekannt, dass Müllerzellen der Ratte 
spannungsabhängige Calciumkanäle exprimieren, durch die extrazelluläres Calcium in die 
Müllerzellen einströmen kann (Linnertz es al. 2011). Eine Aktivierung dieser Kanäle erfolgt 
zum Beispiel bei einer Zellmembrandepolarisation infolge eines Natriumeinstroms durch 
spannungsabhängige Natriumkanäle.  
Dass ein Einstrom durch Calciumkanäle essentiell ist, bestätigte der Versuch mit 
Kurtoxin, einem selektiven T-Typ-Calciumkanalblocker. Kurtoxin verhinderte die durch 
Osteopontin bewirkte Inhibition der osmotischen Schwellung der Müllerzellsomata 
(Abbildung 15). Kurtoxin hatte keinen Einfluss auf die durch Barium induzierte Schwellung 
der Müllerzellsomata (Abbildung 15).  
Cadmiumionen blockieren Membrankanäle, über die Calcium in die Zellen einströmen 
kann. Auch Cadmium verhinderte die durch Osteopontin bewirkte Inhibition der osmotischen 
Schwellung der Müllerzellsomata (Abbildung 15). 
Tetrodotoxin, ein selektiver Blocker von spannungsabhängigen Natriumkanälen, führte 
auch bei Koapplikation von Osteopontin zu einer Müllerzellschwellung, ohne eine Wirkung 
auf die Barium-induzierte Schwellung zu entfalten (Abbildung 15). Diese Daten lassen 
vermuten, dass eine Membrandepolarisation durch spannungsabhängige Natriumkanäle und 
der folgende Calciumeinstrom durch spannungsabhängige Calciumkanäle die 
Osteopontinwirkung ermöglichen. Diese Daten stimmen mit Ergebnissen früherer Studien 
überein, die zeigen konnten, dass eine Aktivierung von spannungsabhängigen Natrium- und 
Calciumkanälen für die Volumenregulation der Müllerzellen der Ratte notwendig ist 
(Linnertz et al., 2011). 
Ergebnisse 
 42  
 
Abbildung 15 Abhängigkeit der schwellungsinhibierenden Wirkung von Osteopontin vom Calcium- 
und Natriumeinstrom in die Müllerzelle.  
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). Die inhibierende Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml) 
auf die osmotische Schwellung der Müllerzellsomata wurde nicht beobachtet in Anwesenheit von 
Cadmiumchlorid (100 µM) bzw. des Blockers von T-Typ-Calciumkanälen Kurtoxin (10 µM). Auch die 
Blockade der spannungsabhängigen Natriumkanäle durch Tetrodotoxin (TTX, 1 µM) führte zur Inhibition 
der Wirkung von Osteopontin. (n=4-16). Signifikanz zur Kontrolle: °° p < 0,01; °°° p < 0,001. Signifikanz 
zur Barium-Kontrolle: *** p < 0,001. Signifikanz zur Barium+OPN Kontrolle: +++ p<0,001 
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6.3.11.2 CALCIUMFREISETZUNG AUS INTRAZELLULÄREN SPEICHERN 
Auch eine Freisetzung von Calcium aus intrazellulären Speichern kann die Konzentration des 
freien Calciums im Zytosol erhöhen. Eine Aktivierung der Phospholipase C führt zu einer 
Freisetzung von Inositoltriphosphat (IP3) aus Membranlipiden, das über eine Aktivierung von 
IP3-Rezeptoren eine Calciumfreisetzung aus dem endoplasmatischen Retikulum bewirkt. In 
Astrozyten wurde bereits gezeigt, dass eine Hemmung der Phospholipase C und ein daraus 
resultierender verminderter Anstieg der zytosolischen Calciumkonzentration zu einer deutlich 
geringeren Glutamatfreisetzung führt (Jeremic et al., 2001). Um eine Beteiligung der 
Phospholipase C in der Signalkaskade der Osteopontinwirkung zu untersuchen, wurde der 
Phospholipase C Inhibitor U73122 verwendet. Durch die Blockade der Phospholipidase C 
wurde die Osteopontinwirkung aufgehoben und es kam zu einer Schwellung der 
Müllerzellsomata (Abbildung16). Auf die Barium-induzierte Schwellung hatte U73122 
keinen Einfluss (Abbildung16). Dies lässt vermuten, dass die durch die Phospholipase C 
vermittelte intrazelluläre Calciumfreisetzung, zusätzlich zum Einstrom von extrazellulärem 
Calcium, eine wichtige Rolle bei der durch Osteopontin bewirkten Inhibition der osmotischen 
Müllerzellschwellung spielt. 
 
 
 
Abbildung16 Die Inhibition der 
Phospholipase C verhindert die schwellungs-
inhibierende Wirkung von Osteopontin.  
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata 
wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen 
und in Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche 
(100%). Wird die Phospholipase C mit Hilfe von 
U73122 (10 µM) blockiert, zeigt Osteopontin 
keine inhibierende Wirkung auf die osmotische 
Schwellung der Müllerzellsomata. U73122 hat 
keine Wirkung auf die BaCl2 (1 mM)-induzierte 
Schwellung der Müllerzellsomata. (n=5-9) 
Signifikanz zur Kontrolle: °° p < 0,01; °°° p < 
0,001. Signifikanz zur Barium-Kontrolle: ** p < 
0,01. Signifikanz zur Barium+OPN Kontrolle: 
+++ p<0,001. 
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6.3.12 VESIKULÄRE GLUTAMATAUSSCHÜTTUNG 
Müllerzellen können Glutamat freisetzen (Newman und Zahs 1998, Slezak et al. 2012). An 
isolierten Müllerzellen wurde gezeigt, dass Bafilomycin A1, welches das Beladen 
sekretorischer Vesikel durch die Blockade der vesikulären (V-Typ) ATPase verhindert 
(Bowman et al. 1988), die Ausschüttung von Glutamat aus Müllerzellen hemmt. Die 
Blockade der Glutamatausschüttung führt zu einem Anschwellen der Müllerzellsomata unter 
hypotonen Bedingungen (Wurm et al. 2008b, Slezak et al. 2012). Um herauszufinden, wie 
das Glutamat aus Müllerzellen im Rahmen der Osteopontin-vermittelten 
Schwellungsinhibition freigesetzt wird, bevor es autokrin die glialen Glutamatrezeptoren 
aktiviert, wurde die Wirkung von Bafilomycin A1 in Anwesenheit von Osteopontin getestet. 
In der Tat wurde der Effekt von Osteopontin durch Bafilomycin A1 verhindert und es kam 
zum Anschwellen der Müllerzellen unter hypotonen Bedingungen (Abbildung 17). Auf die 
durch Bariumionen induzierte Schwellung hatte Bafilomycin A1 keinen Einfluss (Abbildung 
17). Dies lässt vermuten, dass der Effekt von Osteopontin von einer Glutamatausschüttung 
aus Vesikeln abhängig ist. Um dies zu bestätigen, wurden weiterhin Versuche mit N-
Ethylmaleimid (EMI) gemacht. EMI hemmt die vesikuläre Exozytose von Glutamat aus 
Müllerzellen (Brückner et al. 2012). So führte die Zugabe von EMI zum Ausbleiben des 
schwellungsinhibierenden Effekts von Osteopontin, hatte jedoch keinen Einfluss auf die 
Barium-induzierte Schwellung der Müllerzellsomata (Abbildung 17). Die Versuche mit 
Bafilomycin A1 und EMI machen es wahrscheinlich, dass die Wirkung von Osteopontin über 
eine vesikuläre Glutamatauschüttung vermittelt wird. 
Ein wichtiger Regulator der Glutamatausschüttung ist die Proteinkinase C. So zeigten 
Wurm et al. (2008b) und Krügel et al. (2010), dass eine Aktivierung der Proteinkinase C eine 
essentielle Rolle bei den schwellungsinhibierenden Wirkungen von VEGF und EPO spielt. 
Auch die Wirkung des Osteopontins auf die osmotische Schwellung der Müllerzellsomata 
wurde durch Gö6976, einem Inhibitor der Proteinkinase C aufgehoben (Abbildung 17). Die 
Barium-induzierte Schwellung der Müllerzellsomata wurde durch Gö6976 nicht verändert 
(Abbildung 17). 
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Abbildung 17 Abhängigkeit der inhibierenden Wirkung von Osteopontin auf die osmotische 
Schwellung der Müllerzellsomata von der vesikulären Glutamatausschüttung und der Aktivierung 
der Proteinkinase C (PKC). 
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). Blockiert man die vesikuläre (V-Typ) ATPase durch 
Bafilomycin A1 (100 nM) oder die vesikuläre Exozytose durch N-Ethylmaleimid (EMI, 250 µM), zeigt 
Osteopontin keine schwellungsinhibierende Wirkung. Die Blockade der PKC durch Gö6976 (1 µM) 
verhinderte ebenfalls die Wirkung von Osteopontin. Bafilomycin A1, EMI und Gö6976 haben keinen 
Effekt auf die BaCl2 (1 mM)-induzierte Schwellung der Müllerzellsomata. (n=4-11). Signifikanz zur 
Kontrolle: °° p < 0,01; °°° p < 0,001. Signifikanz zur Barium-Kontrolle: *** p < 0,001. Signifikanz zur 
Barium+OPN Kontrolle: +++ p<0,001 
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6.3.13 BETEILIGUNG VON ATP/ADP-REZEPTOREN VOM P2Y1-SUBTYP 
In früheren Studien konnte gezeigt werden, dass die Aktivierung der metabotropen Glutamat-
Rezeptoren zu einer Freisetzung von ATP aus der Müllerzelle führt, was dann die 
Aktivierung von P2Y1-Rezeptoren zur Folge hat (Wurm et al. 2008a, Krügel et al. 2010). 
Diese autokrine Stimulation der purinergen P2Y1-Rezeptoren ist ein weiterer essentieller 
Schritt der schwellungsinhibierenden Signalkaskade, wie auch für VEGF oder EPO 
beschrieben. Um zu testen, ob die Aktivierung von P2Y1-Rezeptoren auch für die Wirkung 
von Osteopontin unabdingbar ist, wurde MRS2179 eingesetzt, ein kompetitiver Antagonist 
am P2Y1-Rezeptor. MRS2179 bewirkte bereits unter hypotonen Kontrollbedingungen 
(EZL60 ohne Barium) eine Schwellung der Müllerzellsomata (Abbildung 18). Die Blockade 
der P2Y1-Rezeptoren durch MRS2179 führte aber dazu, dass Osteopontin keine inhibierende 
Wirkung auf die osmotische Schwellung der Müllerzellsomata zeigte (Abbildung 18). 
Diese Daten bestätigen die Annahme, dass auch die Aktivierung von P2Y1-Rezeptoren 
in den Wirkmechanismus der Osteopontin-vermittelten Inhibition der osmotischen 
Müllerzellschwellung involviert ist.  
 
Abbildung 18 Die Blockade von 
P2Y1-Rezeptoren führt zu einer 
Schwellung von Müllerzellsomata 
unter hypotonen Bedingungen. 
Die Querschnittsfläche der 
Müllerzellsomata wurde nach 4 min 
hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur 
Ausgangssomafläche (100%). Der 
P2Y1-Rezeptorblocker MRS2179 (30 
µM) bewirkte eine Schwellung der 
Müllerzellsomata in hypoosmolarer 
Extrazellulärlösung (EZL60) und 
verhinderte nicht die BaCl2 (1 mM)-
induzierte Schwellung der Müllerzell-
somata. MRS2179 verhinderte die 
schwellungsinhibierende Wirkung von 
Osteopontin (10 ng/ml). (n=5-10). 
Signifikanz zur Kontrolle: °° p < 0,01; 
°°° p < 0,001. Signifikanz zur Barium-
Kontrolle: *** p < 0,001. Signifikanz 
zur Barium+OPN Kontrolle: ++ 
p<0,01; +++ p<0,001 
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6.3.14 AKTIVIERUNG VON ADENOSIN-REZEPTOREN VOM TYP A 1  
Es ist bekannt, dass eine pharmakologische Blockade von metabotropen Glutamat- und P2Y1-
Rezeptoren zu einem Anschwellen der Müllerzellen führt (Krügel et al. 2010). In P2Y1- und 
A1-Knockout-Mäusen zeigen die Müllerzellen der Netzhaut unter hypotonen Bedingungen 
eine gestörte Volumenregulation (Wurm et al. 2010). Die durch eine pharmakologische 
Blockade von P2Y1-Rezeptoren und die durch eine gentechnische Deletion des P2Y1-
Rezeptors bedingte hypotone Schwellung der Müllerzellen kann durch Zugabe von Adenosin 
verhindert werden. Diese Daten zeigen, dass eine Aktivierung der P2Y1-Rezeptoren eine 
autokrine Aktivierung von A1-Rezeptoren durch Adenosin zur Folge hat (Wurm et al. 2008a, 
Krügel et al. 2010).  
Um zu untersuchen, ob auch Osteopontin über die Aktivierung von A1-Rezeptoren 
wirkt, wurde der selektive A1-Rezeptor-Blocker DPCPX verwendet. Es zeigte sich, dass bei 
einer Blockade der A1-Rezeptoren durch DPCPX Osteopontin nicht in der Lage war, die 
Barium-induzierte Schwellung der Müllerzellsomata unter hypotonen Bedingungen zu 
verhindern (Abbildung 19).  
Daraus kann geschlossen werden, dass auch für die durch Osteopontin bewirkte 
Schwellungsinhibition eine Aktivierung der A1-Rezeptoren notwendig ist. Es zeigte sich 
auch, dass DPCPX – ähnlich wie MRS2179 (Abbildung 18) – unter hypotonen Bedingungen 
eine Schwellung der Müllerzellsomata bewirkt (Abbildung 19). Die durch Barium induzierte 
hypotone Schwellung der Müllerzellsomata wurde durch DPCPX nicht verändert 
(Abbildung 19). 
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Abbildung 19 Eine Blockade von Adenosin-A1-Rezeptoren verhindert die inhibierende Wirkung von 
Osteopontin auf die osmotische Schwellung der Müllerzellsomata. 
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). Der A1-Rezeptorblocker DPCPX (100 nM) führte unter 
hypotonen Bedingungen zu einer Schwellung der Müllerzellsomata, hatte keinen Effekt auf die BaCl2 (1 
mM)-induzierte hypotone Schwellung der Müllerzellkörper, und verhinderte die schwellungsinhibierende 
Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml). (n=5-12). Signifikanz zur Kontrolle: °° p < 0,01; °°° p < 0,001. 
Signifikanz zur Barium-Kontrolle: *** p < 0,001. Signifikanz zur Barium+OPN Kontrolle: ++ p<0,01; +++ 
p<0,001 
 
6.3.15 KALIUM- UND CHLORIDKANÄLE 
Als letzten Schritt in der Volumenregulation durch die glutamaterge-purinerge Signalkaskade 
wurde die Öffnung von Barium-unsensitiven (vermutlich Zwei-Poren-) Kalium- und 
Chloridkanälen beschrieben. Durch diese Kanäle können Ionen aus der Zelle ausströmen, so 
dass es zu einem Ausgleich des osmotischen Gradienten über die Zellmembran kommt, auch 
wenn die Kir-Kanäle durch Bariumionen geblockt sind (Uckermann et al. 2006, Skatchkov et 
al. 2006, Reichenbach et al. 2007, Wurm et al. 2008a, b, 2009). Die Relevanz der Kalium- 
und Chlorid-Kanäle für die Wirkung von Osteopontin wurde durch den Einsatz von Clofilium 
und NPPB untersucht. Der Kaliumkanalblocker Clofilium verhinderte die 
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schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin (Abbildung 20). NPPB, ein potenter 
Chlorid-Kanal-Blocker, verhinderte ebenfalls die Schwellungsinhibition durch Osteopontin 
(Abbildung 20). Beide Substanzen hatten keine Wirkung auf die Barium-induzierte hypotone 
Schwellung der Müllerzellkörper (Abbildung 20). Die Ergebnisse demonstrieren, dass der 
schwellungsinhibierende Effekt von Osteopontin auf einer Aktivierung von Kalium- und 
Chlorid-Kanälen beruht. 
 
Abbildung 20 Der schwellungsinhibierende Effekt von Osteopontin wird durch eine Aktivierung von 
Kalium- und Chloridkanälen bewirkt.  
Die Querschnittsfläche der Müllerzellsomata wurde nach 4 min hypotoner Perfusion gemessen und in 
Relation gesetzt zur Ausgangssomafläche (100%). Eine Blockade von Chloridkanälen durch NPPB (100 
µM) und eine Blockade von Kaliumkanälen durch Clofilium (10 µM) verhinderte die 
schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml). Beide Substanzen hatten keine Wirkung auf 
die BaCl2 (1 mM)-induzierte hypotone Schwellung der Müllerzellkörper. (n=5-11). Signifikanz zur 
Kontrolle: °°° p < 0,001. Signifikanz zur Barium-Kontrolle: *** p < 0,001. Signifikanz zur Barium+OPN 
Kontrolle: ++ p<0,01; +++ p<0,001. 
Ergebnisse 
 50  
6.3.16 INTRINSISCHE AKTIVITÄT DER KASKADE 
Die Annahme, dass die glutamaterge-purinerge Kaskade der Schwellungsinhibition nicht nur 
im Falle einer pathologisch veränderten Netzhaut eine Rolle spielt, sondern bereits in der 
physiologischen Netzhaut aktiv das Volumen reguliert (Wurm et al. 2010), konnte ich bei den 
von mir durchgeführten Versuchen bestätigen. So führte eine Blockade der Kaskade mit 
DPCPX und MRS2179 zum Anschwellen der Müllerzellen auch ohne eine Blockade der 
Kalium-Kanäle durch Barium (siehe Kapitel 6.3.13, Abbildung 18 und Kapitel 6.3.14, 
Abbildung 19). Damit stimmen meine Daten mit Befunden, welche an P2Y1-Rezeptor bzw. 
A1-Rezeptor-Knockout-Mäusen erhoben worden sind (Wurm et al. 2010), überein. Auch in 
diesen Tieren, in denen diese Schlüsselstellen der volumenregulatorischen Signalkaskade 
unterbrochen worden sind, weisen die Müllerzellen eine gestörte Volumenregulation auf 
(Wurm et al., 2010). 
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7 DISKUSSION 
7.1 VITALFÄRBUNG VON MÜLLERZELLEN 
Die Darstellung der Müllerzellen in dem frisch isolierten Retinaschnitt erfolgte für die 
Messungen meiner Arbeit durch den Vitalfarbstoff Mitotracker Orange. Ein Vorteil dieser 
Methode ist, dass die Schnitte nicht fixiert werden müssen und damit Messungen an lebenden 
Zellen, in denen die zellulären Regulationsmechanismen noch intakt sind, durchgeführt 
werden können (Reichenbach et al. 1991, Uckermann et al. 2004a). Uckermann et al. (2004a) 
beschrieben eine selektive Anfärbung von Müllerzellen durch den Vitalfarbstoff Mitotracker 
Orange. Die Ergebnisse dieser Experimente stammen aus Versuchen mit Meerschweinchen, 
Kaninchen und Ratten. Bei den von mir durchgeführten Experimenten an Rattennetzhäuten, 
ließ sich die gute Darstellbarkeit der Müllerzellen durch Mitotracker Orange bestätigen und 
nutzen. Es fiel auf, dass zusätzlich zu den Müllerzellen noch andere Zellkörper angefärbt 
wurden. So ließen sich neben Müllerzellen auch Photorezeptorzellen und Bipolarzellen 
anfärben (siehe Kapitel 6.1).  
In der Arbeit von Uckermann et al. (2004a) wird ein ähnlicher Schnitt durch die 
Netzhaut eines Meerschweinchens gezeigt, in dem sich einzig die Müllerzellen darstellen und 
Bipolarzellen und Photorezeptorzellkörper ungefärbt bleiben. Das lässt vermuten, dass die 
Farbstoffaufnahme bei verschiedenen Tierspezies unterschiedlich selektiv Müllerzellen 
anfärbt oder eben auch Bipolar- und Photorezeptorzellen den Farbstoff aufnehmen. 
Festzuhalten ist, dass sich bei der Ratte mit Hilfe von Mitotracker Orange auch Bipolarzellen 
und Photorezeptorzellen anfärben und somit in unfixierten Vitalschnitten untersucht werden 
können.  
7.2 UNTERSCHIEDE ZWISCHEN MÜLLER- UND BIPOLARZELLEN 
Bipolarzellen sind – im Gegensatz zu Müllerzellen (Abbildung 5) - nicht in der Lage, unter 
hypotonem Stress ihr Zellvolumen zu regulieren (Abbildung 7). Eine Schwellung von 
Bipolarzellkörper unter hypotonem Stress wurde bereits von Vogler et al. (2013) gezeigt. In 
dieser Studie wurde gezeigt, dass das Anschwellen der Bipolarzellen unter hypoosmotischen 
Bedingungen auf den Einstrom von Natriumionen zurückzuführen ist, der einen 
Wassereinstrom in die Zellen bewirkt. Hypoosmolarität führt zu einem Anstieg der 
extrazellulären Glutamatkonzentration (Haskew-Layton et al. 2008). Glutamat induziert über 
die Aktivierung von Glutamatrezeptoren und -transportern das Anschwellen der 
Bipolarzellen (Vogler et al. 2013).  
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Es ist also anzunehmen, dass Bipolarzellen unter Bedingungen von osmotischem Stress ihr 
Volumen nicht effizient regulieren können, wohingegen Müllerzellen über verschiedene 
Mechanismen der Zellvolumenregulation verfügen, z.B. der Kaliumtransport über Kir4.1-
Kanäle und der Rezeptor-vermittelte Signalweg.  
Bei der Zellvolumenregulation spielen auch Aquaporine eine Rolle, die den 
Wassertransport über die Zellmembran beschleunigen. In der Retina findet man verschiedene 
Typen von Aquaporinen. Aquaporin-1 wird vom Pigmentepithel (Stamer et al. 2003), einer 
Subpopulation von Amakrinzellen (Kim et al. 2002) und den Photorezeptorzellen exprimiert 
(Iandiev et al. 2005). Aquaporin-4 ist in retinalen Gliazellen zu finden (Nagelhus et al. 1999) 
und Aquaporin-9 in katecholaminergen Amakrinzellen (Iandiev et al. 2006a). 
 Bei Bipolarzellen konnte eine Expression von Aquaporin-0-Molekülen gezeigt werden. 
Die genaue Funktion dieses Aquaporintyps ist allerdings nicht hinreichend geklärt. 
Aquaporin-0 ist im Zellkern und an den Synapsen der Bipolarzellen lokalisiert. So ist zu 
vermuten, dass Aquaporin-0 eine Rolle spielt bei der Zelladhäsion, dem Bilden von Synapsen 
und der Regulierung des osmotischen Gleichgewichts zwischen Zellkern und Zytosol 
(Iandiev et al. 2007).  
Die Beobachtung, dass Bipolarzellen, aber nicht Müllerzellen unter hypotonem Stress 
anschwellen, führte zu der Hypothese, dass eine Funktion der Müllerzellen die 
Volumenregulation in der Retina ist mit dem Ziel, die Größe des Extrazellulärraumes trotz 
unterschiedlicher Aktivität der Neurone konstant zu halten. Diese Funktion der Müllerzellen 
pharmakologisch zu beeinflussen könnte einen Weg darstellen, Netzhautödeme zu behandeln. 
Das Anschwellen von Netzhautneuronen könnte durch Müllerzellen beeinflusst sein. 
Neben der Übererregung von neuronalen metabotropen und ionotropen Glutamatrezeptoren, 
dem Glutamattransporter-vermittelten Natriumeinstrom und dem exzessiven 
Calciumeinstrom in die Neuronen ist auch die Expression von Aquaporin-4 in 
Müllerzellmembranen für das Anschwellen der Neuronen entscheidend (Bringmann et al. 
2005). 
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7.3 OSTEOPONTINWIRKUNG AUF DIE OSMOTISCHE ZELLSCHWELLUNG 
7.3.1 OSTEOPONTIN UND MÜLLERZELLEN 
Es wurde gezeigt, dass Osteopontin in der Nagetierretina in Ganglienzellen, aktivierten 
Mikrogliazellen und in Müllerzellen zu finden ist (Ju et al. 2000, Hikita et al. 2006, Chidlow 
et al. 2008, Del Río et al. 2011). Birke et al. (2010) fanden heraus, dass eine erhöhte 
Expression von Osteopontin einen konzentrationsabhängigen protektiven Effekt auf retinale 
Ganglienzellen hat. Bei sehr hohen Konzentrationen zeigte sich allerdings ein 
proapoptotischer Effekt von Osteopontin (Birke et al. 2010).  
Vor kurzem wurde gezeigt, dass GDNF (Glial cell line-derived neurotrophic factor) die 
Expression von Osteopontin durch Müllerzellen in der Netzhaut von Mäusen stimuliert und 
dadurch ein neuroprotektiver Effekt auf Photorezeptoren erzielt wird. Das führte zu der 
Annahme, dass es durch eine Bindung von Osteopontin an Müllerzellen zu einer Freisetzung 
von neuroprotektiven Zytokinen kommt (Del Río et al. 2011). 
In der vorliegenden Arbeit konnte ich zeigen, dass Osteopontin die Barium-induzierte 
hypoosmotische Schwellung der Müllerzellen inhibiert (Abbildung 6). Bariumionen 
blockieren die durch Kir4.1-Kanäle vermittelte hohe Kaliumleitfähigkeit der Müllerzellen 
(Pannicke et al., 2004). Eine Herunterregulation und Inaktivierung von Kir4.1-Kanälen in 
Müllerzellen sind Charakteristika verschiedener Netzhauterkrankungen wie diabetischer und 
hepatischer Retinopathie (siehe Kapitel 4.4). Osteopontin ist daher in der Lage, die 
osmotische Volumenregulation der Müllerzellen aufrechtzuerhalten, wenn die durch Kir4.1-
Kaliumströme vermittelte Volumenregulation unter pathologischen Bedingungen nicht mehr 
funktionsfähig ist. Dies verhindert ein zytotoxisches Ödem und eine nachfolgende 
Degeneration der Müllerzellen. Dies hat auch einen neuroprotektiven Einfluss, da durch die 
Regulation der Größe des Extrazellularraumes eine Übererregung und eine nachfolgende 
Degeneration der Neuronen verhindert werden. Die große Bedeutung des zytotoxischen 
Anteils eines Retinaödems wurde bereits in Kapitel 4.3 am Beispiel der Entstehung eines 
Makulaödems bei der diabetischen Retinopathie (Mori et al. 2002) deutlich. 
Osteopontin inhibiert die osmotische Müllerzellschwellung mit einer mittleren 
effektiven Konzentration von 0,6 ng/ml (Abbildung 8). Dieser Wert ist vergleichbar mit 
Ergebnissen anderer Forschungsgruppen. Der protektive Effekt von Osteopontin auf Zellen 
des proximalen Nierentubulus war z.B. bei einer Konzentration von 3,2 ng/ml zu beobachten 
(Denhardt et al. 1995). Del Rio et al. (2011) beschrieben einen eindeutig erkennbaren 
protektiven Effekt auf Photorezeptorzellen bei einer Konzentration von 25 ng/ml. In meinen 
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Versuchsreihen arbeitete ich mit einer Konzentration von 10 ng/ml, um einen sicheren Effekt 
zu erzielen. Die wirksame Konzentration für zellprotektive Prozesse scheint in dieser 
Größenordnung zu liegen. 
Für andere Wirkungen von Osteopontin wurden deutlich höhere effektive 
Konzentrationen beschrieben. So stimuliert Osteopontin die Migration von aortalen glatten 
Muskelzellen mit einer mittleren effektiven Konzentration von 1,5 µg/ml (Yue et al. 1994).  
 
7.3.2 WIRKMECHANISMEN VON OSTEOPONTIN  
7.3.2.1 WIRKUNG ÜBER VEGF-FREISETZUNG 
Um zu zeigen, wie die schnell einsetzende schwellungshemmende Wirkung von Osteopontin 
vermittelt wird, wurden Substanzen eingesetzt, die bestimmte Rezeptoren oder Enzyme 
inhibieren, gezielt Substanzen z.B. durch Bindung inaktivieren oder selektiv Kanäle 
blockieren. 
Es zeigte sich, dass die Wirkung von Osteopontin von der Freisetzung von VEGF und 
der Aktivierung des VEGF-Rezeptor-2 abhängig ist (siehe Kapitel 6.3.9).  
Wurm et al. (2008b) haben gezeigt, dass VEGF die Müllerzellschwellung unter 
hypotonen Bedingungen hemmt. Dies ließ sich für eine Reihe von schwellungsinduzierenden 
Zuständen zeigen: bei Müllerzellen, deren Kaliumkanalexpression vermindert war (wie bei 
Müllerzellen der frühen postnatalen Retina oder der pathologisch veränderten Retina), bei 
Müllerzellen unter Blockade der Kaliumkanäle durch Bariumionen, sowie bei Müllerzellen, 
die oxidativem Stress oder Entzündungsmediatoren wie Arachidonsäure und Prostaglandin E2 
ausgesetzt waren. 
In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Zugabe von Osteopontin zu 
Netzhautschnitten eine endogene Freisetzung von VEGF hervorruft, das daraufhin die 
schwellungshemmende glutamaterge-purinerge Signalkaskade auslöst (Kapitel 6.3.9). Ein 
ähnlicher Mechanismus wurde für die inhibierende Wirkung von Erythropoeitin auf die 
osmotische Schwellung von Müllerzellen beschrieben (Krügel et al. 2010). 
Die neuroprotektiven als auch ödemauslösenden und angiogenen Wirkungen von 
VEGF unter pathologischen Bedingungen wurden in früheren Studien beschrieben. VEGF 
wird unter Hypoxie (Pe’er et al. 1995) und bei oxidativem Stress (Kuroki et al. 1996) 
verstärkt aus Netzhautzellen freigesetzt. VEGF hat eine gewebeschützende und 
neuroprotektive Funktion, indem es z.B. eine Vasodilatation induziert, das Überleben von 
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vaskulären Endothelzellen und von Neuronen fördert, sowie eine Neurogenese und 
Gliazellproliferation induziert (Storkebaum et al. 2004, Yasuhara et al. 2004). VEGF 
induziert eine erhöhte Gefäßpermeabilität und ist der bedeutendste Faktor für die 
Entwicklung eines vaskulären Ödems in der Netzhaut (Campochiaro 2004). VEGF ist der 
Hauptfaktor, der eine retinale Neovaskularisation verursacht (Campochiaro 2004). Die beiden 
letzten Wirkungen von VEGF haben negative Effekte auf die Integrität der Netzhaut und das 
Sehvermögen.  
VEGF kann auch zum Anschwellen neuronaler Zellkörper besonders in der 
Ganglienschicht beitragen, indem es eine Freisetzung von Glutamat aus Müllerzellen 
induziert (Wurm et al. 2008b). VEGF kann also ein zytotoxisches Ödem der retinalen 
Ganglienzellen verursachen, während es gleichzeitig ein zytotoxisches Ödem der 
Müllerzellen verhindert. 
7.3.2.2  GLUTAMATERGE-PURINERGE SIGNALKASKADE UND IONENKANÄLE 
Es wurde beschrieben, dass die schwellungsinhibierende Wirkung von VEGF über eine 
glutamaterge-purinerge Signalkaskade vermittelt wird (Wurm et al. 2008b). In dieser Arbeit 
wurde untersucht, ob auch die schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin über diese 
Signalkaskade vermittelt wird. 
Der schwellungshemmende Effekt von Osteopontin wurde durch eine Blockade von 
metabotropen Glutamatrezeptoren inhibiert (Kapitel 6.3.10). Dies führt zu der Annahme, dass 
von Müllerzellen freigesetztes Glutamat nicht nur Wirkungen auf die retinalen Neurone 
(Newman and Zahs 1998, Wurm et al. 2008b), sondern auch auf Müllerzellen hat (Wurm et 
al. 2008b). Es zeigte sich, dass auch die durch Osteopontin vermittelte Glutamatfreisetzung 
an Calcium gebunden ist (Kapitel 6.3.11). Dass dieser Prozess unter anderem von der 
Phospholipase C und der Proteinkinase C abhängig ist, konnte in dieser Arbeit bestätigt 
werden (Kapitel 6.3.11). 
Die Aktivierung der metabotropen Glutamatrezeptoren durch aus Müllerzellen 
freigesetztes Glutamat löst eine purinerge Signalkaskade aus, welche letztendlich die 
Schwellung der Zellen verhindert. Wurm et al. (2008a,b) beschrieben, dass die Aktivierung 
der Glutamatrezeptoren zu einer Freisetzung von ATP führt, welches extrazellulär zu ADP 
metabolisiert wird und P2Y1-Rezeptoren aktiviert. Die Aktivierung dieser Rezeptoren führt 
wiederum zur Freisetzung von Adenosin aus den Müllerzellen. Adenosin aktiviert A1-
Rezeptoren. Die Aktivierung dieser Rezeptoren führt - vermittelt über eine Aktivierung der 
PI3-Kinase und der Proteinkinase A - zur Öffnung von Kalium- und Chloridkanälen in der 
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Müllerzellmembran. Der durch diese Kanäle ermöglichte Ionenstrom führt zum Ausgleich 
des osmotischen Gradienten über der Zellmembran und verhindert so ein Anschwellen der 
Zellen.  
Durch die von mir durchgeführten Versuche konnte gezeigt werden, dass auch die 
schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin von diesen Schritten abhängig ist und 
daher wahrscheinlich über diese Signalkaskade vermittelt wird (Kapitel 6.3.13 bis 6.3.15).  
 
Abbildung 21 Hypothetisches Schema der Signalkaskade, über die Osteopontin die osmotische 
Schwellung der Müllerzellen inhibiert.  
Osteopontin bewirkt eine Freisetzung von VEGF aus Müllerzellen. VEGF führt über die Aktivierung des 
VEGF-Rezeptors 2 (KDR) zu einer konsekutiven Freisetzung von Glutamat, ATP und Adenosin aus den 
Müllerzellen. Diese Signalmoleküle aktivieren metabotrope Glutamatrezeptoren (mGluR), P2Y1-
Rezeptoren bzw. Adenosin-A1-Rezeptoren auf Müllerzellen. Dargestellt sind auch die eingesetzten 
Substanzen, die die einzelnen Schritte der Kaskade blockieren und dadurch den schwellungsinhibierenden 
Effekt von Osteopontin aufheben. 
Schon Wurm et al. (2008b) haben vermutet, dass diese Kaskade auch unter physiologischen 
Umständen eine Rolle spielen könnte. Bereits bei starker neuronaler Aktivität, die eine 
Erhöhung der extrazellulären Kalium- und Glutamatkonzentrationen bewirkt, kommt es zu 
einer Schwellung retinaler Neurone (Uckermann et al. 2004b). Würden bei hoher neuronaler 
Aktivität gleichzeitig die Gliazellen anschwellen, käme es zu einer massiven Verkleinerung 
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des Extrazellulärraums und somit zu einer schädlichen Übererregbarkeit der Neurone. Um 
dies zu verhindern, inhibieren Müllerzellen ihre Zellschwellung über eine autokrine 
Aktivierung der oben beschriebenen Signalkaskade. Wurm et al. (2009) zeigten, dass bei 
einer Blockade der A1-Rezeptoren die Müllerzellen auch unter physiologischen Bedingungen 
nicht mehr in der Lage sind, ihr Volumen zu regulieren. Ich konnte bestätigen, dass auch 
unter normalen hypotonen Bedingungen (in Abwesenheit von Barium) eine Aktivierung von 
A1-Rezeptoren nötig ist, um ein Anschwellen der Zellen zu verhindern (Abbildung 19). Dass 
außerdem auch die Aktivierung von P2Y1-Rezeptoren nötig ist, wurde von Wurm et al. 
(2010) gezeigt; die von mir gemachten Ergebnisse stimmen damit überein (Abbildung 18). 
Bei starker neuronaler Aktivität kommt es – auf Grund der Glutamat-induzierten Schwellung 
der Neurone - zu einer Dehnung der Plasmamembran der Müllerzelle. Diese Dehnung führt 
zu einer Freisetzung von ATP (Newman and Zahs 1997), welches zum einen hemmend auf 
die Aktivität der Neuronen wirkt (Newman 2003) und zum anderen autokrin die purinerge 
Signalkaskade aktiviert und so eine Volumenzunahme der Müllerzellen verhindert. 
7.3.3 OXIDATIVER UND NITROSATIVER STRESS 
Oxidativer und nitrosativer Stress verursachen eine Schwellung von Müllerzellen unter 
hypoosmolaren Bedingungen (Uckermann et al. 2005, Krügel et al. 2011, Karl et al. 2011). 
Barium verursacht eine Schwellung von Müllerzellen durch Induktion von oxidativen und 
nitrosativen Stress (Uckermann et al. 2005, Krügel et al. 2011). In Tiermodellen der 
diabetischen und hepatischen Retinopathie wurde eine Abhängigkeit der 
Müllerzellschwellung von der Produktion reaktiver Sauerstoffspezies in den Mitochondrien 
beschrieben (Krügel et al. 2011, Karl et al. 2011). In der vorgelegten Arbeit wird gezeigt, 
dass Osteopontin die osmotische Schwellung von Müllerzellen verhindert, die durch H2O2 
ausgelöst wird, aber nicht die Schwellung, die durch den NO-Donor SNAP oder den Inhibitor 
des Komplexes 1 der mitochondrialen Atmungskette Rotenone hervorgerufen wird 
(Abbildung 10, Abbildung 11). Der Grund für diese unterschiedlichen Effekte von 
Osteopontin ist unklar. Eine Erklärung wäre, dass Osteopontin die Produktion von reaktiven 
Sauerstoffspezies im Zytosol verhindert, jedoch nicht die Bildung von Radikalen in den 
Mitochondrien beeinflusst. Neben dem durch H2O2 verursachten Anschwellen der 
Müllerzellen verhinderte Osteopontin auch die durch Bariumionen induzierte Schwellung der 
Müllerzellen (Abbildung 10). Es wurde gezeigt, dass Bariumionen das Membranpotential der 
inneren Mitochondrienmembran nicht beeinflussen (Karl et al. 2011). Da ein Verlust dieses 
Potentials eine Folge von mitochondrialem oxidativem Stress ist, induzieren Bariumionen 
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offensichtlich keine Produktion von reaktiven Sauerstoffspezies in den Mitochondrien. 
Vielmehr scheint bei der durch Bariumionen induzierten Schwellung (zumindest zum Teil) 
eine Aktivierung der Xanthinoxidase und der NADPH-Oxidase eine Rolle zu spielen. Daher 
kann man annehmen, dass Osteopontin die Aktivität der Stickstoffmonoxid-Synthase, der 
Xanthin-Oxidase und der NADPH-Oxidase hemmt. Dies sollte in weiteren Experimenten 
untersucht werden. Dass die Aktivierung der Stickstoffmonoxid-Synthase an der durch 
Bariumionen induzierten Schwellung der Müllerzellen beteiligt ist, wurde in 
vorangegangenen Studien gezeigt (Krügel et al. 2011, Karl et al. 2011). Der Fakt, dass 
Osteopontin keinen schwellungsinhibierenden Effekt auf die durch SNAP induzierte 
Zellschwellung hatte (Abbildung 11), könnte bedeuten, dass Osteopontin die Produktion von 
Stickstoffmonoxid, aber nicht dessen Wirkung hemmt. Dass Osteopontin die 
Stickstoffmonoxidproduktion hemmt, wurde bereits in Makrophagen gezeigt (Rollo et al. 
1996, Tian et al. 2000, Guo et al. 2001) und auch in der Niere konnte ein solcher Effekt 
nachgewiesen werden (Xie et al. 2001). In Gliomzellen wiederum stimulierte Osteopontin die 
Produktion von Stickstoffmonoxid (Wang et al. 2011). Da nitrosativer Stress eine der 
Hauptursachen für den Untergang von Ganglienzellen ist (Neufeld et al. 2002), würde eine 
Verminderung der Stickstoffmonoxidproduktion in der Retina zu den neuroprotektiven 
Eigenschaften von Osteopontin beitragen. 
 
7.4 MÖGLICHE ZUKÜNFTIGE ANSATZPUNKTE 
In zukünftigen Experimenten wäre es interessant zu untersuchen, ob Osteopontin die durch 
Glutamin induzierte Müllerzellschwellung inhibiert. Die Glutamin-induzierte 
Müllerzellschwellung spielt eine pathogene Rolle bei der hepatischen Retinopathie. Glutamin 
induziert eine Müllerzellschwellung über mehrere pathogene Mechanismen, z.B. über die 
Induktion von oxidativem und nitrosativem Stress, über die Induktion der Bildung von 
Entzündungsmediatoren wie Arachidonsäure oder Prostaglandin E2, sowie durch die 
Beeinträchtigung der Funktion der Mitochondrien (Karl et al. 2011). Osteopontin inhibierte 
die H2O2-induzierte Müllerzellschwellung (Kapitel 6.3.6), jedoch konnte es die 
Schwellungsinduktion durch Arachidonsäure und Prostaglandin E2 nicht verhindern (Kapitel 
6.3.5). Auch die durch Rotenon ausgelöste Müllerzellschwellung konnte Osteopontin nicht 
inhibieren (Kapitel 6.3.6). Rotenon blockiert den Komplex I der Atmungskette, wodurch es 
zu einer erhöhten Produktion von reaktiven Sauerstoffradikalen in den Mitochondrien 
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kommt. Die Funktionsstörung der Mitochondrien durch Glutamin führt zu einer Veränderung 
der Permeabilität der Mitochondrienmembran und einem Verlust des mitochondrialen 
Membranpotentials (Karl et al. 2011). Ob Osteopontin darauf einen Einfluss nehmen kann 
und auf die Glutamin-induzierte Schwellung eine protektive Wirkung hat, bleibt zu 
untersuchen.  
Vogler et al. (2013) beschrieben, dass eine hyperosmolare Extrazellulärlösung zu einer 
Volumenabnahme der Müllerzellen und Bipolarzellen führt. Eine Blockade der Kir-
Kaliumkanäle durch Bariumionen hatte keinen Einfluss auf das Schrumpfen der Zellen. 
Offen bleibt, welchen Einfluss eine Öffnung von Ionenkanälen durch Aktivierung der 
glutamatergen-purinergen Signalkaskade durch Osteopontin auf die hyperosmolare 
Zellschrumpfung hat. 
7.5 OSTEOPONTIN ALS TEIL EINES NEUROPROTEKTIVEN SYSTEMS IN DER RETINA 
Die Bildung eines Ödems ist eine typische Komplikation von ischämischen und 
entzündlichen Netzhauterkrankungen. Netzhautödeme entstehen auf der Grundlage 
verschiedener Bedingungen wie einer Öffnung der Blut-Retina-Schranke, einer 
Dysregulation der Wasserhomöostase durch die retinalen Glia- und Pigmentepithelzellen und 
dem osmotische Schwellung der Neuronen und Gliazellen (Bringmann et al. 2004, 2005). 
Eine Schwellung der Neurone wird hauptsächlich durch Glutamat ausgelöst, das eine 
Überaktivität von ionotropen und metabotropen Glutamatrezeptoren verursacht, sowie einen 
Natriumeinstrom über die Glutamattransporter (Uckermann et al. 2004b, Bringmann et al. 
2005, Vogler et al. 2013). Die perivaskulären Fortsätze der Gliazellen können anschwellen, 
wenn es einen osmotischen Gradienten zwischen den Blutgefäßen und den Gliazellen gibt. 
Dies ist zum Beispiel der Fall bei Hyponatriämie und Hypoalbuminämie. Auch bei starker 
neuronaler Aktivität können Gliazellen anschwellen, da hier die Extrazellulärflüssigkeit 
hypoosmolar im Vergleich zum intrazellulären Milieu wird. Dies ist darauf zurückzuführen, 
dass neuronale Aktivität eine Verringerung der extrazellulären Natriumkonzentration 
verursacht, die doppelt so stark ist wie die Erhöhung der extrazellulären Kaliumkonzentration 
(Dietzel et al. 1989, Dmitriev et al. 1999). Ein Netzhautödem ist eine Hauptursache für eine 
Visusverschlechterung (Bresnick et al. 1983, Rothova et al. 1996) und für eine neuronale 
Degeneration in der Netzhaut. Eine Verhinderung der Schwellung retinaler Zellen könnte 
helfen, die Netzhaut vor Degeneration zu schützen. Die unter Kapitel 4.4 beschriebene, für 
ischämische und inflammatorische Netzhauterkrankungen typische Minderexpression von 
Kir4.1-Kanälen in Müllerzellen (Pannicke et al. 2004, 2006) verhindert, dass die Zellen 
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extrazellulär anfallendes Kalium abpuffern bzw. überschüssiges intrazelluläres Kalium 
abgeben können (Kofuji et al. 2002). In der Folge kommt es zum Anschwellen der Zellen, zu 
einer verstärkten Erregbarkeit von Neuronen und einer erhöhten Glutamattoxizität 
(Bringmann et al. 2006). In dieser Arbeit habe ich gezeigt, dass Osteopontin die osmotische 
Schwellung der Müllerzellen verhindert, indem es eine komplexe Signalkaskade in den 
Zellen auslöst, die letztendlich zur Öffnung von Kalium- und Chloridkanälen führt. Durch 
den durch die Kanäle vermittelten Ionenausstrom kommt es zu einer Kompensation des 
osmotischen Gradienten über der Plasmamembran der Müllerzellen. Dies verhindert eine 
Zellschwellung und eine Abnahme des Volumens des Extrazellulärraums; dadurch wird einer 
neuronalen Übererregung entgegengewirkt (Dudek et al. 1990). Zusätzlich kann der für die 
räumliche Kaliumpufferung nötige transzelluläre Kaliumstrom in den Gliazellen wieder 
hergestellt werden und somit eine neuronale Übererregbarkeit durch erhöhtes extrazelluläres 
Kalium verhindert werden. Dadurch könnte auch der Wasserabtransport aus den inneren 
Netzhautschichten durch die Müllerzellen wieder stimuliert werden. Außerdem ist bekannt, 
dass Osteopontin im Gehirn die Bildung eines vasogenen Ödems verhindern kann (Suzuki et 
al., 2011). Ob Osteopontin eine ähnliche Wirkung auch in der Retina hat, ist unbekannt.  
Der Glial cell line-derived neurotrophic factor (GDNF) induziert die Expression und 
die Freisetzung von bFGF und Osteopontin aus Müllerzellen (Hauck et al. 2006, Del Río et 
al. 2011). In dieser Arbeit konnte ich zeigen, dass Osteopontin die Freisetzung von VEGF 
stimuliert, welches wiederum die Freisetzung von Glutamat, ATP und Adenosin induziert 
(Abbildung 21). Diese Gliotransmitter könnten einen Teil der neuroprotektiven Wirkung von 
Osteopontin in der kranken Netzhaut vermitteln. Die neuroprotektiven Wirkungen von VEGF 
sind umfassend beschrieben (Yasuhara et al. 2004; Storkebaum et al. 2004). Weiterhin ist 
bekannt, dass von Gliazellen freigesetztes Glutamat hemmende Interneuronen stimuliert und 
so die neuronale Aktivität im Gewebe reduziert (Newman und Zahs 1998). Ebenso hemmt 
aus Gliazellen freigesetztes ATP die Aktivität von Neuronen, da es zu Adenosin metabolisiert 
wird (Newman et al. 2003). Adenosin hat eine neuroprotektive Wirkung in der ischämischen 
Netzhaut (Larsen und Osborne 1996, Ghiardi et al. 1999). Es hemmt die Neuronenaktivität 
und Neurotransmitterfreisetzung und bewirkt unter hypoxischen Bedingungen eine retinale 
Hyperämie (Ostwald et al. 1997, Housley et al. 2009). Es kann deshalb angenommen werden, 
dass Osteopontin Teil eines neuroprotektiven Netzwerks in der Netzhaut ist, welches durch 
GDNF und andere Faktoren aktiviert wird und Neuronen und Photorezeptoren schützt, indem 
es verschiedene Mechanismen der Neuroprotektion in Gang setzt. Zu diesen Mechanismen 
zählen das vermehrte Recycling und der verstärkte Abbau von Glutamat (Del Río et al. 
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2011), die Verringerung der neuronalen Glutamatausschüttung (Housley et al. 2009), die 
Aktivierung von anti-apoptotischen Signalkaskaden (Del Río et al. 2011) sowie die 
Hemmung der zytotoxischen Schwellung von Müllerzellen. Weitere Forschung ist nötig, um 
das neuroprotektive Netzwerk der Retina in seinen Anteilen und den genauen Mechanismen 
im Detail zu verstehen und um neue neuroprotektive Therapien für Netzhauterkrankungen zu 
entwickeln, die mit der Ausbildung eines Ödems einhergehen. 
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In dieser Arbeit wurde die Wirkung von Osteopontin auf die Volumenregulation von 
Bipolarzellen und Müller‘schen Gliazellen der Netzhaut der Ratte untersucht werden. 
Außerdem wurde untersucht, über welche Rezeptoren und Mechanismen Osteopontin die 
osmotische Schwellung von Müllerzellen inhibiert.  
Eine wichtige Funktion der Müller‘schen Gliazellen ist der Abtransport von 
überschüssigem Wasser aus der Netzhaut. Der transzelluläre Wassertransport ist eng an 
Kaliumströme gekoppelt. Der transzelluläre Wassertranport wird durch Aquaporin-4-
Wasserkanäle erleichtert, die mit Kir2.1- und Kir4.1-Kaliumkanälen in der 
Müllerzellmembran kolokalisiert sind. Kir2.1-Kanäle befinden sich in perisynaptischen 
Müllerzellmembranen. Hier fällt durch neuronale Aktivität Wasser und Kalium an, welches 
von Müllerzellen aufgenommen wird. Das überschüssige Kalium wird von den Müllerzellen 
über Kir4.1-Kanäle abgegeben, die besonders in den Müllerzellmembranen lokalisiert sind, 
die Kontakt zu den Blutgefäßen und dem Glaskörper haben.  
Die Bildung eines Netzhautödems ist eine Hauptursache für die Netzhautdegeneration 
und den Sehverlust bei ischämischen und inflammatorischen Netzhauterkrankungen wie der 
diabetischen Retinopathie. Das vaskuläre Ödem entsteht durch eine Öffnung der Blut-Retina-
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Schranke, während das zytotoxische Ödem durch eine vermehrte Wassereinlagerung 
innerhalb der Zellen charakterisiert ist, die zum Anschwellen der Zellen führt.  
Für die obengenannten Pathologien wurde gezeigt, dass der Wassertransport durch 
Müllerzellen gestört ist. Dies wird auf eine deutlich verminderte Expression von Kir4.1-
Kanälen zurückgeführt, während die Expression der Kir2.1-Kanäle unverändert bleibt. 
Wasser und Kalium werden also in die Müllerzelle aufgenommen, können aber nicht an die 
Gefäße oder den Glaskörper abgegeben werden. Es kommt zu einem zytotoxischen Ödem; 
die Müllerzellen schwellen an. Diese Bedingungen kann man durch eine Inkubation der 
Netzhaut mit Bariumionen, die die Kaliumkanäle blockieren, simulieren.  
Um die Schwellung der Müller- und Bipolarzellen unter hypoosmolarem Stress zu 
untersuchen, wurden Netzhäute von adulten Long-Evans-Ratten verwendet. Netzhautschnitte 
(Dicke 1 mm) wurden mit dem Vitalfarbstoff Mitotracker Orange beladen und in eine mit 
Extrazellulärlösung perfundierten Kammer überführt. Die Somata von Müller- und 
Bipolarzellen wurden mit Hilfe eines konfokalen Laserscanning-Mikroskops aufgezeichnet. 
Die maximalen Querschnittsflächen der Müller- und Bipolarzellsomata wurden vor und 4 
min nach einer Perfusion der Netzhautschnitte mit einer hypotonen Extrazellulärlösung (60% 
der Normalosmolarität) ermittelt.  
Müllerzellen können unter hypotonen Bedingungen ihr Volumen konstant halten und 
schwellen nicht an. In Anwesenheit von Bariumionen (1 mM BaCl2), die die Kir-Kanäle 
blockieren, führte hypotoner Stress aber zu einer Schwellung der Müllerzellsomata. Die 
osmotische Schwellung der Müllerzellkörper konnte durch Zugabe von Osteopontin (10 
ng/ml) zur hypotonen Extrazellulärlösung verhindert werden. Osteopontin inhibierte die 
osmotische Schwellung der Müllerzellkörper mit einer mittleren effektiven Konzentration 
von 0,6 ng/ml.  
Neben Bariumionen können verschiedene andere pathogene Faktoren eine 
Müllerzellschwellung unter hypotonen Bedingungen auslösen. Dazu gehören 
inflammatorische Faktoren wie Arachidonsäure und Prostaglandin E2 sowie Faktoren, die 
oxidativen bzw. nitrosativen Stress auslösen wie H2O2, Rotenon (induziert mitochondrialen 
oxidativen Stress) und SNAP (ein NO-Donor). Osteopontin (10 ng/ml) inhibierte die 
hypotone Müllerzellschwellung, die durch H2O2 (50 µM) ausgelöst wurde. Osteopontin hatte 
aber keine Wirkung auf die Müllerzellschwellung, die durch Rotenon (100 nM) oder SNAP 
(5 µM) ausgelöst wurde. Osteopontin inhibierte auch nicht die osmotische Schwellung der 
Müllerzellsomata, die durch Arachidonsäure (10 µM) bzw. Prostaglandin E2 (30 nM) 
ausgelöst wurde.  
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Im Gegensatz zu Müllerzellen können Bipolarzellen unter hypotonen Bedingungen ihr 
Volumen nicht regulieren und schwellen an. Die hypotone Schwellung der Bipolarzellsomata 
konnte durch Osteopontin (10 ng/ml) nicht inhibiert werden. 
In weiteren Versuchen wurde der Mechanismus der inhibierenden Wirkung von 
Osteopontin auf die osmotische Schwellung der Müllerzellen untersucht.  
Osteopontin bewirkt eine Freisetzung des vaskulären endothelialen Wachstumsfaktors 
(VEGF) aus Müllerzellen, der den VEGF-Rezeptor-2 auf den Zellen aktiviert. Ein 
neutralisierender Anti-VEGF-Antikörper (1 µg/ml) sowie die Inhibitoren des VEGF-
Rezeptors-2 SU1498 (10 µM) und PD173074 (500 nM) hemmten die inhibierende Wirkung 
von Osteopontin (10 ng/ml) auf die osmotische Schwellung der Müllerzellkörper.  
Die Aktivierung des VEGF-Rezeptors-2 führt zu einer Freisetzung von Glutamat aus 
den Müllerzellen, das metabotrope Glutamatrezeptoren auf den Zellen aktiviert. Die 
inhibierende Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml) auf die osmotische Schwellung der 
Müllerzellkörper wurde durch LY341495 (100 µM), einem selektiven Antagonisten der 
Gruppe II-metabotropen Glutamatrezeptoren, blockiert.  
Die Aktivierung der metabotropen Glutamatrezeptoren führt zu einer konsekutiven 
Freisetzung von ATP und Adenosin aus den Müllerzellen, die purinerge P2Y1-Rezeptoren 
bzw. Adenosin-A1-Rezeptoren aktivieren. Eine Inhibition dieser Rezeptoren durch MRS2179 
(30 µM) bzw. DPCPX (100 nM) hob die schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin 
(10 ng/ml) auf.  
Die Applikation von MRS2179 (30 µM) bzw. DPCPX (100 nM) führte bereits unter 
phyiologischen hypotonen Bedingungen (wie sie z.B. bei starker neuronaler Aktivität zu 
finden sind, bei der die Osmolarität der Extrazellulärflüssigkeit abfällt) zu einer Schwellung 
der Müllerzellkörper. Dies bedeutet, dass eine autokrine Aktivierung von P2Y1- und A1-
Rezeptoren auch unter normalen Bedingungen notwendig ist, um das Volumen der 
Müllerzellen in Reaktion auf wechselnde osmotische Verhältnisse konstant zu halten.  
Die Aktivierung der A1-Rezeptoren durch Adenosin führt zu einer Öffnung von 
Kalium- und Chloridkanälen in der Müllerzellmembran. Die inhibierende Wirkung von 
Osteopontin (10 ng/ml) auf die osmotische Schwellung der Müllerzellkörper wurde durch 
den Kaliumkanalblocker Clofilium (10 µM) bzw. den Chloridkanalblocker NPPB (100 µM) 
aufgehoben. Die Öffnung der Kanäle ermöglicht Ionenströme, die den durch die hypotone 
Extrazellulärflüssigkeit verursachten osmotischen Gradienten über die Müllerzellmembran 
ausgleichen. Dadurch wird die Müllerzellschwellung verhindert.  
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Es zeigten sich Hinweise, dass die Osteopontin-induzierte Freisetzung von Glutamat aus 
Müllerzellen über eine Exozytose von sekretorischen Vesikeln erfolgt. Die 
schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml) wurde durch den selektiven 
Inhibitor der vakuolischen ATPase Bafilomycin A1 (100 nM) und durch den Inhibitor der 
vesikulären Exozytose N-Ethylmaleimide (250 µM) verhindert. Weiterhin ist die 
Osteopontinwirkung calciumabhängig, da BAPTA/AM (100 µM), ein zellpermeabler 
Calciumchelator, die inhibierende Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml) auf die osmotische 
Müllerzellschwellung verhindert. Die Erhöhung der zytosolischen Calciumkonzentration, die 
für die Exozytose glutamathaltiger Vesikel notwendig ist, erfolgt durch eine Freisetzung von 
Calcium aus intrazellulären Speichern und durch einen Calciumeinstrom aus dem 
Extrazellularraum. U73122 (10 µM), ein selektiver Antagonist der Phospholipase C, sowie 
Cadmiumchlorid (100 mM), das den Calciumeinstrom aus dem Extrazellularraum blockiert, 
verhinderten die schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml). Außerdem 
blockierte eine Inhibition der calciumabhängigen Subtypen der Proteinkianse C durch 
Gö6976 (1 µM) die Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml). Der Osteopontin-induzierte 
Calciumeinstrom aus dem Extrazellularraum wird durch spannungsabhängige Calciumkanäle 
des T-Typs vermittelt, da ein selektiver Inhibitor dieser Kanäle, Kurtoxin (10 µM), die 
schwellungsinhibierende Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml) verhinderte. Die Aktivierung 
der spannungsabhängigen Calciumkanäle wird durch Membranpotentialschwankungen 
hervorgerufen, die durch eine Aktivierung spannungsabhängiger Natriumkanäle verursacht 
werden. Der selektive Inhibitor der spannungsabhängigen Natriumkanäle Tetrodotoxin (1 
µM) blockierte die inhibierende Wirkung von Osteopontin (10 ng/ml) auf die osmotische 
Schwellung der Müllerzellkörper.  
Die Mechanismen, über die Osteopontin die osmotische Schwellung der Müllerzellen 
inhibiert, sind in der Abbildung zusammengefasst.  
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Hypothetisches Schema der Signalkaskade, über die Osteopontin die osmotische Schwellung der 
Müllerzellen inhibiert 
Osteopontin bewirkt eine Freisetzung von VEGF aus Müllerzellen. VEGF führt über die Aktivierung des 
VEGF-Rezeptors 2 (KDR) zu einer konsekutiven Freisetzung von Glutamat, ATP und Adenosin aus den 
Müllerzellen. Diese Signalmoleküle aktivieren metabotrope Glutamatrezeptoren (mGluR), P2Y1-
Rezeptoren bzw. Adenosin-A1-Rezeptoren auf Müllerzellen. Dargestellt sind auch die eingesetzten 
Substanzen, die die einzelnen Schritte der Kaskade blockieren und dadurch den schwellungsinhibierenden 
Effekt von Osteopontin aufheben. 
Es zeigte sich, dass hypotone Bedingungen zu einer Schwellung von Bipolarzellsomata, aber 
nicht zu einer Schwellung von Müllerzellsomata führen. Diese Daten zeigen, dass 
Müllerzellen, aber nicht Bipolarzellen, über endogene Mechanismen verfügen, die eine 
effektive Zellvolumenregulation unter solchen Bedingungen sicherstellen, die bei neuronaler 
Aktivität in der Netzhaut zu finden sind. Dies lässt vermuten, dass Müllerzellen, aber nicht 
Bipolarzellen, das Volumen des Extrazellularraumes regulieren.  
Osteopontin inhibierte die osmotische Schwellung der Müllerzellen, aber nicht der 
Bipolarzellen. Osteopontin inhibierte die osmotische Müllerzellschwellung durch die 
Auslösung der Freisetzung von VEGF und der Aktivierung einer glutamatergen-purinergen 
Signalkaskade. Es wurde bereits gezeigt, dass Erythropoietin, das ebenfalls die osmotische 
Schwellung der Müllerzellen inhibiert, eine ähnliche Signalkaskade in Müllerzellen auslöst 
(Krügel et al. 2010).  
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Es ist bekannt, dass GDNF (Glial cell line-derived neurotrophic factor) die Expression und 
Freisetzung von Osteopontin aus Müllerzellen stimuliert und dass Osteopontin das Überleben 
von Photorezeptorzellen verbessert (Del Río et al. 2011). Die Ergebnisse dieser Arbeit 
machen es wahrscheinlich, dass Osteopontin auch über eine Inhibition der 
Müllerzellschwellung neuroprotektive Wirkungen besitzt, da dadurch eine übermäßige 
Verkleinerung des Volumens des Extrazellulärraumes verhindert wird, die eine Übererregung 
und Degeneration der Neurone bewirken würde. Durch die Osteopontin-induzierte Öffnung 
von Kaliumkanälen in der Zellmembran kann die gliale Funktion der Regulation der retinalen 
Kaliumhomöostase wiederhergestellt werden, die durch eine Herunterregulation und 
Inaktivierung der Kir4.1-Kanäle unter pathologischen Bedingungen gestört ist. Durch die 
Wiederherstellung der transzellulären Kaliumleitfähigkeit wird auch der Wassertransport 
durch die Müllerzellen regeneriert, so dass der Flüssigkeitstransport aus der ödematösen 
Netzhaut in das Blut verbessert wird. Dies könnte die Auflösung eines Netzhautödems 
verbessern. Darüber hinaus kann die Freisetzung von Adenosin zur neuroprotektiven 
Wirkung von Osteopontin beitragen. Adenosin ist ein wichtiger protektiver Faktor in der 
ischämischen Netzhaut. Es wirkt über verschiedene Mechanismen, z.B. über eine Inhibition 
der synaptischen Glutamatausschüttung und der Induktion einer Hyperämie. Unsere 
Ergebnisse machen es wahrscheinlich, dass Osteopontin Teil eines protektiven Systems der 
Netzhaut ist, dessen Anteile und Mechanismen in der Zukunft weiter aufzuklären sind, um 
Ansatzpunkte für neue pharmakologische Therapien von ischämischen 
Netzhauterkrankungen und des Netzhautödems zu finden.  
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